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Resumen 
 

 En la presente investigación, se realizó una caracterización de las comunidades 

bacterianas heterótrofas cultivables asociadas a las poblaciones de erizo morado 

Strongylocentrotus purpuratus, con el objetivo de determinar el grado de variación espacial y 

temporal en la composición de géneros y perfiles metabólicos de bacterias aisladas de diferentes 

sustratos, en dos localidades en el estado de Baja California, con el potencial de inducir a la 

metamorfosis a las larvas de erizo morado, mediante la generación de señales ambientales. Así 

mismo, se realizaron estudios para determinar la respuesta fisiológica de larvas en estadios 

tardíos de S. purpuratus y erizo rojo Strongylocentrotus franciscanus ante condiciones de estrés 

térmico, mediante la determinación de los limites de tolerancia térmica, así como su 

supervivencia y retraso de la metamorfosis en condiciones experimentadas en el océano y 

condiciones extremas. Lo anterior con el objetivo de entender la capacidad de ambas especies 

ante condiciones de estrés ambiental, particularmente asociadas con el intermareal rocoso y en 

respuesta a eventos de cambio océanico como a Oscilación del Sur El Niño” (ENSO) e 

incrementos de temperatura a consecuencia del cambio climático global.  

 

 Los resultados mostraron que las comunidades bacterianas heterótrofas cultivables varían 

espacial y temporalmente en cuanto a la composición de géneros y perfiles metabólicos para 

cada una de las localidades. Sin embargo las comunidades bacterianas de erizo morado y algas 

coralinas de la localidad de Punta Baja presentaron una mayor similitud entre sí que en relación 

con el resto de los sustratos, en donde los géneros Vibrio y Pseudoalteromonas son parte 

fundamental de las comunidades bacterianas, los cuales fueron constantes temporalmente e 

importantes para inducir a la metamorfosis a larvas de erizo morado en condiciones de 

laboratorio. Por otro lado, se determinó que las larvas en estadios tardíos de desarrollo de S. 

franciscanus y S. purpuratus, presentan una alta termotolerancia al estrés térmico. Así mismo, se 

determinó que temperaturas alrededor de los 27°C en periodos de tiempo cortos (horas) pueden 

comprometer el inicio de la metamorfosis prologando la etapa larval en ambas especies. Esto 

puede tener algún efecto en el asentamiento y los patrones de reclutamiento del erizo morado y 

erizo rojo y por lo tanto en la dinámica poblacional de ambas especies. 
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  Capítulo 1. Introducción General 
 

1.1 El papel de las bacterias en el asentamiento e inducción a la metamorfosis en larvas de 

invertebrados marinos 

 

 Una gran diversidad de invertebrados marinos presentan formas larvales durante su ciclo 

de vida, en donde los eventos de asentamiento y metamorfosis son claves para el reclutamiento y 

dinámica poblacional de sus poblaciones adultas (Jackson et al. 2002). Se ha documentado que 

las larvas de invertebrados marinos llevan a cabo el asentamiento y metamorfosis mediante la 

detección de señales ambientales, en sustratos que cumplen con las condiciones necesarias para 

su crecimiento y supervivencia. Estas señales ambientales pueden ser físicas (luz, temperatura, 

etc) o químicas de origen biológico (Hadfield y Paul, 2001; Pineda y López, 2002). Diversos 

estudios han demostrado que las señales ambientales de origen químico pueden ser producidas 

por diferentes organismos, como algas marinas (Suenaga et al. 2004; Swanson et al. 2004), 

conespecíficos (Toonen y Pawlink, 2001) y comunidades bacterianas las cuales forman 

biopelículas en cualquier superficie en el océano (Lau y Qian, 2001; Huggett et al, 2006). 

 

 Las comunidades bacterianas (biopelículas) son sistemas dinámicos que presentan 

heterogeneidad espacial y temporal en cuanto a su composición de grupos bacterianos, 

dependiendo de las condiciones ambientales (Shikuma y Hadfield, 2006). Así mismo, en los 

últimos años se ha demostrado que las comunidades bacterianas asociadas a superficies marinas, 

generan compuestos metabólicos secundarios como: glicoproteínas, aminoácidos, polisacáridos, 

entre otros (Hadfield y Paul, 2001; Harder et al. 2002; Swanson et al. 2006), los cuales sirven 

como señales ambientales para inducir el asentamiento y la metamorfosis en larvas de 

invertebrados marinos, para la selección de sitios adecuados para su crecimiento y supervivencia 

(Chiu et al. 2007; Huang et al. 2007; Dworjanyn et al. 2008; Hadfield, 2011). Lo anterior ha sido 

determinado para una gran variedad de invertebrados marinos como corales (Webster et al. 

2004), esponjas (Whalan et al. 2008), poliquetos (Hadfield, 2011), equinodermos (Díaz-Pérez, 

2006; Dworjanyn y Pirozzi, 2008; Santiago-González, 2008), briozoarios (Drobetsov y Qian 

2006), moluscos (Gribben et al. 2009; Yu et al. 2010) y crustáceos (Khandeparker et al. 2006; 

Anderson y Epifanio, 2009). 
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 La composición de grupos bacterianos en una biopelícula depende de las condiciones 

ambientales en las que se encuentre y por lo tanto, el efecto de las comunidades bacterianas en el 

asentamiento y metamorfosis larval está en función de la composición de especies bacterianas 

(Lau y Qian, 1997; Rodríguez y Epifianio 2000; Díaz-Pérez, 2006), es decir, las larvas tienen la 

capacidad de distinguir entre biopelículas desarrolladas en diferentes sustratos y condiciones 

ambientales, para asentarse y metamorfosearse en aquellos sitios relevantes para el hábitat de sus 

conespecíficos adultos (Pearce y Scheibling, 1991; Qian et al. 2003). Lo anterior ha sido 

documentado para el poliqueto Hydroides elegans (Hadfield, 2011), los balanos Balanus 

amphitrite (Qian et al. 2003), Balanus trigonus (Lau et al. 2005), los erizos Lytechinus pictus 

(Díaz-Pérez, 2006) y especies del genero Strongylocentrotus spp (Carpizo-Ituarte, Comunicación 

Personal; Santiago-Gonzalez, 2008). De esta manera, se sabe que la variación espacial y 

temporal en la estructura y composición de las comunidades bacterianas, puede contribuir 

significativamente a la variación del reclutamiento de los invertebrados marinos y por lo tanto a 

su dinámica poblacional (Hung et al. 2007). 

 

1.2 Aspectos biológicos del erizo morado y erizo rojo 

 

 El erizo morado (Strongylocentrotus purpuratus) y erizo rojo (Strongylocentrotus 

franciscanus) tienen una distribución geográfica desde Alaska hasta la isla de Cedros, Baja 

California (Kato y Schroeter, 1985). Ambos habitan en la zona del submareal con fondos rocosos 

entre 3 y 50 metros de profundidad (Palleiro, 2009), asociados a las comunidades de mantos de 

Macrocystis pyrifera. Ambas especies son consideradas claves para el ecosistema, ya que 

regulan la abundancia y distribución de los mantos de macroalgas (Steneck et al. 2002).  

  

 Son organismos dioicos, sin dimorfismo sexual y con fertilización externa; su ciclo de 

vida presenta dos fases de desarrollo, una fase larval plantónica y una fase bentónica; esta última 

determinada por los procesos de asentamiento y metamorfosis. Al nivel de macroescala (cientos 

de kilómetros), el asentamiento y la metamorfosis son muy variables y están en función de las 

condiciones oceanográficas de la zona, incluyendo los patrones de corrientes, eventos de 

surgencia, entre otros (Wing et al. 2003). Durante su clico de vida, los erizos presentan una alta 

mortalidad post-metamórfica debido a que son depredados por cangrejos, estrellas de mar y 
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peces (Cowen, 1983; Palleiro, 2009). Sin embargo, diversos estudios han mostrado que una de 

las estrategias para evitar altas mortalidades es mediante la asociación de las post-larvas con los 

erizos adultos en asociacion (Rogers-Bennett et al. 1995; Hereu et al. 2004; Palleiro-Nayar et al. 

2011), en donde es muy probable que las comunidades bacterianas jueguen un papel fundamental 

como las precursoras de las señales ambientales, para que las larvas de erizo de ambas especies 

se asienten y metamorfosen en sitios con presencia de sus conspecíficos, para protección y 

disponibilidad de alimento (Díaz-Pérez, 2006; Nishizaki y Ackerman, 2006; Palleiro-Nayar et al 

2011). 

 

 Ambas especies de erizo tienen una importancia comercial, ya que las gónadas son 

utilizadas para el consumo humano. La explotación pesquera del erizo rojo S. franciscanus se 

viene realizando desde la década de los años sesenta, pero fue hasta 1972 que se inició a escala 

comercial (Palleiro-Nayar et al. 2008). La pesquería del erizo rojo S. franciscanus es la más 

importante en la región, debido al tamaño de las gónadas, así como de su buena calidad. Sin 

embargo, en 1993 se inicio la captura del erizo morado S. purpuratus en Baja California como 

una alternativa pesquera debido al crecimiento desmesurado de su población y a la invasión del 

nicho ecológico del erizo rojo debido a la alta presión pesquera (Palleiro-Nayar et al. 2008). 

 

1.3 Condiciones Oceanográficas en Baja California 

  

 La costa del Pacífico del Estado de Baja California está influenciada por el Sistema de la 

Corriente de California (SCC), la cual está compuesta por tres tipos de corrientes marinas (Lynn, 

1987): 1) La corriente dominante conocida como la corriente de California (CC), la cual tiene un 

ancho de 1000Km, es superficial (0-300m) con dirección hacia el ecuador y se caracteriza por 

llevar aguas frías (10-15°C) provenientes del subártico, con baja salinidad (32-34%o) y ricas en 

oxígeno disuelto (Fig.1). 2) La Contracorriente de California, la cual tiene un ancho de 10 a 40m 

y es subsuperficial con dirección al Polo Norte; se caracteriza por llevar agua cálida proveniente 

del Pacífico Norte Central, con alta salinidad y bajo contenido de oxígeno disuelto y nutrientes. 

Además, su localización y profundidad puede variar dependiendo de la variabilidad de la fuerza 

del viento.  
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 3) La corriente de Davison, que es una corriente débil con dirección al Polo Norte, la cual 

se cree que es parte de la Contracorriente de California (Lynn, 1987; Checkley Jr. y Barth, 2009). 

A lo largo de la Corriente de California ocurren eventos de surgencia, los cuales se caracterizan 

por transportar a la superficie agua fría, rica en nutrientes con alta salinidad (Bakun, 1996). 

 

 
Figura 1. Mapa del Sistema de la Corriente de California. Principales regiones, corrientes y  

características geográficas (modificado de Checkley Jr. y Barth, 2009).  
 

  

 El sistema de la Corriente de California es una de las áreas mas productivas del mundo, 

lo cual está muy relacionado con la alta actividad de eventos de surgencia en ciertas zonas 

específicas de la región (Zaytsev et al. 2003) (Fig. 2). En la figura 2, se observan tres sitios 

importantes de surgencia, los cuales son Punta Banda, Punta Baja y Punta Eugenia.  

 

 

 

  

Estados Unidos 
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 Los eventos de surgencia se presentan principalmente en la temporada de primavera y 

verano, generando una alta productividad en la región (Hernández de la Torre et al. 2004). Estos 

eventos son producidos por fuertes corrientes de viento y movimientos de masas de agua por el 

transporte de Ekman, lo que hace que aguas frías y profundas, ricas en nutrientes y oxígeno 

suban a la superficie cercana a la costa (Fig.3). Los eventos de surgencias tienen implicaciones 

importantes en el reclutamiento de muchos invertebrados marinos, ya que surgencias muy 

intensas alejaran las larvas fuera de la costa impidiendo que se asienten y recluten en las 

poblaciones de sus conespecificos y por lo tanto una alteración en su dinámica poblacional 

(Rougharden et al. 1988). 

 

 

 
Figura. 2. Zonas de surgencias frecuentes a lo largo de la península de  

Baja California, México (modificado de Zaytsev et al. 2003). 
 

 

 

Zonas de Surgencia 

Punta Banda 

Punta Baja 

Punta Eugenia 

Bahía Magdalena 

Bahia Vizcaino 
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Figura 3. Diagrama de evento de surgencia. La costa se observa a la derecha de la figura. El transporte de agua hacia 
fuera de la costa por el transporte de Eckman, es debido a la fuerza del viento que va paralelo a la costa, la cual es 
remplazada por agua profunda que sube a la superficie. (Modificado de Bakun, 1996). 
 

 Temperaturas superficiales del océano demuestran que la parte norte del estado de Baja 

California presenta temperaturas bajas en comparación con la parte sur que comprende la Bahía 

de Vizcaino (Fig. 2), en donde se presentan giros oceánicos y se caracteriza por tener aguas más 

cálidas en ciertas estaciones del año (Peraza et al. 1993; Palacios-Hernandez et al. 1996). Por lo 

que la zona comprendida entre Punta Baja y Bahía Vizcaino es muy variable, lo que la hace una 

zona de gran importancia ecológica ya que representa el límite de distribución de muchas 

especies de ambientes templados, como el erizo de mar. 

 

1.4 Anomalías térmicas y cambio climático 

 

 Actualmente se sabe que las variaciones térmicas en el océano provocadas por el ENSO 

(“El Niño Southern Oscilation”), la variación inter-decadal del Pacífico y el cambio climático 

global por efectos antropogénicos, generan eventos de estrés fisiológico en los organismos, los 

cuales afectan la supervivencia y distribución de una gran cantidad de organismos en el océano 

(Tomanek, 2010). Debido a que el erizo morado y el erizo rojo tienen una amplia distribución 

geográfica experimentan considerables gradientes de temperatura. Así mismo, están sujetos a 

variaciones interanuales de temperatura, especialmente como eventos de El Niño en la zona sur 

del estado de Baja California, en donde se han llegado a registrar temperaturas superficiales del 

océano por arriba de los 25°C, causando mortalidad a ambas especies de erizo (Tegner, 1996).  
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 Durante eventos de El Niño, predomina agua cálida y salinidades altas en la región 

ecuatorial de la costa occidental del Pacífico, lo que ocasiona un incremento de temperatura en la 

capa superficial y en el nivel del mar. Esto a su vez, provoca el hundimiento de la termoclina y 

una disminución en los eventos de surgencia, lo que reduce el aporte de nutrientes a la zona 

eufótica (Fig.4) (Fedorov y Philander, 2000; Hernández de la Torre et al. 2004). En el evento de 

La Niña, se presentan condiciones de aguas frías, generando una termoclina somera lo que 

favorece al incremento de eventos de surgencia, acarreando aguas ricas en nutrientes a la 

superficie (Fig.4) (Latif y Keenlyside, 2008). 

 

 
Figura 4. Eventos de El Niño (A), La Niña (B). (Modificado de Latif y Keenlyside, 2008) 

 

  

 Se considera que incrementos en la temperatura superficial promedio del océano por 

efecto del cambio climático, están ocasionando efectos directos en el desempeño fisiologico de 

los organismos en sus diferentes fases de su ciclo de vida (embrión, larva, adultos), así como en 

su supervivencia. Además, también tiene un efecto a nivel poblacional, alterando los patrones de 

dispersión y reclutamiento de los organismos (Harley et al. 2006). Para tener un mejor 

entendimiento de como el cambio climático global puede afectar su distribución y supervivencia, 

principalmente de aquellos organismos que tienen una amplia distribución y experimentan una 

gran variación de condiciones ambientales como son el erizo morado y el erizo rojo, es de vital 

importancia realizar estudios sobre la tolerancia de los organismos al estrés térmico. 
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1.5 Planteamiento del problema y estructura de la tesis 

 

 El erizo rojo Strongylocentrotus franciscanus y el erizo morado Strongylocentrotus 

purpuratus son muy importantes desde el punto de vista del ecosistema, ya que ambas especies 

mantienen estables las poblaciones que habitan en los mantos de macroalgas de Macrocystis 

pyryfera, la cuales están conformadas por langosta roja, abulones, caracoles, pepinos de mar y 

una gran variedad de especies de peces. Además representan una importante actividad pesquera 

para la región, ya que generan alrededor de 1,800 empleos y más de 3 millones de dólares por 

temporada de pesca (Salgado-Rogel y Palleiro-Nayar, 2008). Por lo que es fundamental conocer 

las variables ambientales y biológicas que controlan el asentamiento y la metamorfosis, las 

cuales influyen de manera directa en la dinámica poblacional de ambas especies.  

 En relación a lo anterior, es bien sabido que las comunidades bacterianas asociadas a 

superficies marinas, juegan un papel fundamental para inducir el asentamiento y metamorfosis 

en una gran variedad de invertebrados marinos, entre ellos el erizo morado y el erizo rojo. Por lo 

tanto, en el presente trabajo se pretende determinar la importancia en la inducción a la 

metamorfosis, de las comunidades bacterianas asociadas a las poblaciones de erizo morado (S. 

purpuratus), así como su variación espacial y temporal en dos localidades del intermareal a lo 

largo de la península de Baja California. Así mismo, se plantea determinar la capacidad en la 

respuesta fisiológica del erizo rojo y del erizo morado, ante condiciones de estrés térmico que 

pudieran experimentar en el océano y en condiciones extremas de temperatura. Lo anterior, 

mediante la determinación de sus límites de tolerancia térmica y su capacidad de iniciar el 

proceso de la metamorfosis.  

  

 La tesis se divide en tres capítulos: el capítulo 1 incluye una breve descripción sobre la 

importancia de las comunidades bacterianas durante el asentamiento y metamorfosis en larvas de 

invertebrados marinos, aspectos biológicos del erizo rojo S. franciscanus y erizo morado S. 

pupuratus, así como las condiciones oceanográficas de la región a las que están expuestas ambas 

especies de erizo y las comunidades bacterianas; el capítulo 2 comprende el análisis de la 

variación espacial y temporal de las comunidades bacterianas heterótrofas cultivables en la 

localidad de Punta Baja, la cual que es una zona de importancia pesquera de erizo morado, y la 

localidad de Playa Esmeralda, en donde no hay presencia de erizo morado y es una región que 
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experimenta condiciones oceanográficas contrastantes. Lo anterior resulta útil para comparar las 

comunidades bacterianas aisladas en ausencia de erizo morado, para de esta manera, determinar 

si las comunidades bacterianas importantes para la generación de claves ambientales que 

estimulan la metamorfosis de las larvas de erizo morado, presentan una estabilidad espacial y 

temporal y están presentes solamente donde se encuentran poblaciones de la especie de erizo 

morado. El capítulo 3 comprende el estudio de la capacidad fisiológica de las larvas de ambas 

especies de erizo para tolerar incrementos en temperatura, así como la determinación del efecto 

del estrés térmico en la supervivencia y retraso de la metamorfosis. De esta manera, con la 

información obtenida se pretende determinar los límites de tolerancia térmica de ambas especies 

ante los incrementos de temperatura en el océano por efectos de variaciones térmicas como el 

ENSO y predicciones de cambio climático en la península de Baja California. En general con el 

presente trabajo se predende determinar la importancia de las comunidades bacterianas como 

inductoras a la metamorfosis, así como su variación espacial y temporal, la cual pudiera estar 

relacionada con el reclutamiento del erizo, mediante el asentamiento y la metamorfosis. Así 

mismo se pretende determinar los límites de tolerancia térmica larval asi como el efecto del 

estrés térmico durante el inicio de la metamorfosis, el cual pudiera tener efectos adversos en la 

supervivencia y distribución del erizo de mar a consecuencia de incrementos de temperatura por 

efectos del cambio climatico y calentamiento global.  
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Objetivo General: 
 

• Determinar la variación espacio-temporal de las comunidades bacterianas heterótrofas 

cultivables asociadas a las poblaciones de erizo morado, y su posible papel en la 

inducción de la metamorfosis de las larvas de Strongylocentrotus purpuratus, así como 

determinar los efectos del estrés térmico en la supervivencia y retraso de la metamorfosis 

en S. purpuratus y Strongylocentrotus franciscanus. 

 

 

Objetivos particulares: 

 

• Realizar un análisis de la variacion espacio-temporal de los géneros bacterianos 

asociados a diferentes sustratos en el intermareal en la localidad de Punta Baja y Playa 

Esmeralda en Baja California, México. 

 

• Realizar un análisis de la variacion espacio-temporal de los perfiles metabólicos de las 

bacterias encontradas en ambas localidades de muestreo. 

 

• Determinar la importancia en la inducción a la metamorfosis en larvas de erizo morado 

de películas bacterianas monoespecíficas de las cepas aisladas de los sitios de muestreo. 

 

• Determinar los límites de tolerancia térmica en estadios avanzados de desarrollo en los 

erizos morado (S. purpuratus) y rojo (S. franciscanus). 

 

• Determinar el efecto del estrés térmico en la supervivencia y retraso de la metamorfosis 

en ambas especies de erizo.  
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Capítulo 2. Variación espacio-temporal de las comunidades bacterianas 

asociadas a las poblaciones de erizo morado Strongylocentrotus purpuratus en 

el intermareal rocoso y su efecto en la inducción a la metamorfosis. 
 

2.1 Introducción 

  Las bacterias son de vital importancia en el océano, ya que participan en los ciclos 

biogeoquímicos de la mayoría de los principales elementos (carbono, nitrógeno, entre otros) 

(Karl, 2002), aportando nutrientes a los niveles altos de la cadena trófica, así mismo, son de gran 

importancia en diferentes áreas de la industria y medioambiente (farmacéutica, biotecnología, 

biorremediación) y han contribuido en los últimos años para la obtención de diversos 

compuestos bioactivos (Lazarini et al. 2000). Además como ya se ha mencionado, favorecen el 

asentamiento y metamorfosis de una gran diversidad de invertebrados marinos, mediante la 

generación de señales ambientales (Huang y Hadfield, 2003; Dobretsov y Qian, 2006; Hung et 

al. 2007; Dworjanyn y Pirozzi, 2008). Por lo tanto, es de vital importancia el conocimiento de la 

diversidad y distribución bacteriana en el planeta, así como el papel que juega de cada una de las 

especies en el ecosistema (Fry J, 2000). 

  

 Estudios realizados en los últimos 20 años sobre la diversidad bacteriana en ambientes 

marinos, han demostrado que los principales grupos bacterianos encontrados en el océano 

pertenecen al fila de las γ-proteobacterias, α-proteobacterias y Bacteroidetes (González y 

Moran, 1997; Stabili y Cavallo, 2004). Así mismo, mediante el uso de la metagenómica, la cual 

permite el acceso a la información genética de organismos no cultivables, se ha llegado a tener 

un conocimiento más preciso sobre los grupos bacterianos presentes en el océano. Lo anterior ha 

generado que en los últimos años se incremente el número de divisiones bacterianas a más de 

100, sin embargo solamente 30 grupos tienen representantes cultivables (Achtman y Wagner, 

2008). Es bien sabido que en la mayoría de los ambientes, el 99% de las bacterias no son 

cultivables (Riesenfeld et al. 2004), sin embargo a pesar de los avances en el área de la biología 

molecular y la metagenómica, es esencial el establecimiento de cultivos bacterianos. La 

obtención de los cultivos bacterianos, brinda la posibilidad de conocer la fisiología de los 
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organismos de una manera más amplia (Streit y Schmitz, 2004). De esta manera, mediante 

cultivos bacterianos se puede establecer qué sustratos son utilizados en ciertas condiciones 

ambientales, el tipo de metabolitos secundarios que pueden estar generando, además son de gran 

utilidad para una caracterización taxonómica completa. Por lo tanto, los cultivos son un requisito 

para la ecología microbiana si se quiere llegar a conocer su funcionamiento en el planeta (Joint, 

et al. 2010). 

 

 La importancia del estudio de las comunidades bacterianas para el área de la ecología 

larval en el océano, ha ido en aumento en los últimos años, ya que ha ayudado a entender el 

papel que juegan las bacterias en la dinámica poblacional de muchas especies de invertebrados 

marinos, mediante la generación de señales ambientales que inducen el asentamiento y 

metamorfosis larval, en ambientes óptimos para su supervivencia y desarrollo (Hadfield, 2011). 

Actualmente se sabe que estas bacterias forman grandes asociaciones bacterianas denominadas 

“biopelículas”, las cuales se pueden generar en cualquier superficie (natural o artificial) en el 

océano. Estas biopelículas están constituidas por una gran diversidad de grupos bacterianos 

(Huang y Hadfield, 2003), sin embargo se ha visto que esta diversidad depende de las 

condiciones ambientales y del sustrato en donde se encuentren (Costerton y Wilson, 2004).  

 

 Diversos estudios han demostrado que biopelículas asociadas a diferentes superficies 

(sedimento, rocas, invertebrados marinos, macroalgas y algas coralinas) presentan una diversidad 

bacteriana característica (Lau et al. 2005; Huggett et al. 2006), las cuales generan señales 

ambientales específicas que pueden ser reconocidas de manera diferencial por distintas formas 

larvales de los diversos grupos de invertebrados marinos. Lo anterior fue observado para Balanus 

amphitrite, en donde las larvas pudieron discriminar entre biopelículas generadas en diferentes 

condiciones y solamente se asentaron y metamorfosearon en aquellas biopelículas asociadas a 

sus conespecíficos (Khandeparker et al. 2006). Lo mismo fue observado para el erizo blanco 

Lytechinus pictus, en donde además se observó que la composición de géneros bacterianos 

encontrados, era diferente al de las biopelículas generadas en presencia de otros invertebrados 

marinos (Díaz-Pérez, 2006). 
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De esta manera, entender el papel de las comunidades bacterianas (fracción cultivable) 

asociadas a las poblaciones de S. purpuratus, involucradas en la generación de señales 

ambientales para estimular la metamorfosis, es fundamental para comprender la distribución de 

las poblaciones del erizo en la región. Por lo que el objetivo de esta parte de la investigación, fue 

realizar una caracterización a microescla de los grupos bacterianos heterótrofos cultivables 

presentes en las biopelículas asociadas al hábitat intermareal del erizo morado (S. purpuratus), 

determinar su variación espacial y temporal, así como la capacidad de las bacterias aisladas para 

inducir a las larvas a la metamorfosis. 

 

2.2 Metodología 

2.2.1 Sitios de muestreo y recolección de muestras: 

Las bacterias heterótrofas cultivables fueron muestreadas del intermareal rocoso en las 

localidades de Punta Baja (29° 56’ 58.29˝ N, 115° 488’ 42.65˝ W) y Playa Esmeralda (28° 30’ 

55.35˝ N, 114° 04’ 15.38˝ W) en Ensenada Baja California, México (Fig. 5). Los muestreos 

fueron realizados durante los años 2007, 2008, 2009 y 2010 en las temporadas y localidades que 

se presentan en la Tabla 1. 

 

Año Mes Temporada Localidad 
2007 Marzo Invierno – Primavera Punta Baja 
2007 Diciembre Invierno Punta Baja 
2008 Noviembre Otoño Punta Baja – P. Esmeralda 
2009 Abril Primavera Punta Baja – P. Esmeralda 
2010 Marzo Invierno –Primavera Punta Baja – P. Esmeralda 

 
Tabla 1.- Fechas y localidades de recolecta de muestras bacterianas.  

 

Para la toma de muestras en la localidad de Punta Baja, se trabajó en una zona utilizada 

por el grupo de PIACCEC (Programa Interdisciplinario para el Aprovechamiento, Conocimiento 

y Conservación de los Ecosistemas Costeros) del Instituto de Investigaciones Oceanológicas. 
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 El sitio es una plataforma del intermareal rocoso de alrededor de 100m de longitud que 

queda descubierta durante las mareas bajas. Para fines prácticos de esta investigación se utilizó 

como referencia la plataforma utilizada por PIACCEC, en la cual se habían establecido 5 

transectos de muestreo perpendiculares a la costa.  

Para el presente estudio, la plataforma del intermareal se delimitó virtualmente en tres 

zonas, la zona alta la cual se determinó como el sitio hasta donde fue posible observar la 

presencia de erizo morado, la zona baja la cual está adjunta al océano y la zona media o zona de 

pozas intermareales (Fig. 6). 

 

 

 

Figura 5.- Localización de los sitios de muestreo en el municipio de Ensenada Baja California, México. 
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Figura 6.- Esquematización del sitio de muestreo en Punta Baja, Baja California en condición de marea baja. 

  

Para esta investigación se utilizaron como referencia solo los transectos 1, 3 y 5. Todas 

las muestras se tomaron en condición de marea baja y al azar en un radio de 2m de cada 

transecto en las tres zonas del intermareal delimitadas virtualmente, a excepción del transecto 3 

en el que no había poza intermareal (Fig. 6). Las muestras tomadas en cada transecto para la 

localidad de Punta Baja, fueron principalmente de tres tipos de sustrato: erizo morado (S. 

purpuratus), la alga roja Corallina vancouverensis (la cual era muy común) y muestras de agua 

de mar. En algunos casos se recolectaron muestras de otros sustratos dependiendo de la 

temporada y su presencia en las zonas de muestreo, como fue el caso de conchas de choros 

(Mytilus californianus) y otras especies de algas rojas como Plocamium sp, Lithothamnium 

californicum (coralina incrustante), Bossiella orbigniana y Laurencia pacifica.  

 En la localidad de Playa Esmeralda solo fue posible recolectar muestras en una poza 

intermareal en la zona baja, ya que fue solamente en esta poza donde se encontraron algunos 

ejemplares de erizo negro (Arbacia incisa), cabe mencionar que en esta localidad no hay 

presencia de erizo morado. Las muestras en este sitio fueron tomadas a partir de sustratos como: 

erizo negro, agua de mar y Corallina vancouverensis. Dependiendo de la temporada y su 

presencia en la zona de muestreo también se recolectaron muestras de Chondracanthus 

canaliculatus (alga roja).  

2m 

Norte Sur 

Toma de muestras 
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2.2.2 Toma de muestras bacterianas de los sustratos 

La toma de muestras bacterianas a partir de erizos morados, erizos negros y conchas de 

choros se realizaron mediante el raspado de los organismos con hisopos estériles, los cuales 

fueron posteriormente almacenados en tubos de ensayo con 2mL de agua de mar estérilizada 

previamente. Para la toma de muestras de agua, se tomaron 2mL de agua de mar de los sitios de 

muestreo en tubos de ensayo de 5mL previamente esterilizados. En el caso de la toma de 

muestras de las especies de algas, se tomó un pequeño fragmento de cada especie y fueron 

colocadas en 3 mL de agua de mar previamente esterilizada. Todas las muestras fueron 

colocadas en hieleras y transportadas al Laboratorio de Ecología y Biología del Desarrollo del 

Instituto de Investigaciones Oceanológicas en Ensenada, Baja California para su aislamiento e 

identificación. 

 

2.2.3 Aislamiento y purificación de bacterias 

Los tubos de ensayo que contenían los hisopos con las muestras bacterianas obtenidas de 

los diferentes sustratos, fueron sometidas en  agitación por vortex durante 1 minuto para facilitar 

el desprendimiento de las células de bacterias del algodón y, mediante el uso de pinzas de 

disección estériles se retiró el hisopo del tubo. Para las muestras que contenían las algas marinas, 

éstas fueron retiradas de los tubos de ensayo con pinzas de disección estériles y colocadas en 

pequeñas cajas Petri (35x10mm) estériles. Con hisopos estériles se raspó por completo el alga y 

el hisopo se colocó en agua de mar previamente esterilizada, el cual fue sometido en agitación 

por vortex durante 1 minuto. Al terminar la agitación, el hisopo fue retirado con unas pinzas 

estériles. Para las muestras de agua de mar, estas fueron filtradas a 100 µm para retirar todo el 

material particulado y posteriormente fueron centrifugadas a 12,000 g (gravedad) durante 2 

minutos para precipitar las células bacterianas; a continuación se retiró el sobrenadante y el pellet 

bacteriano se resuspendió en 500µl de agua de mar previamente esterilizada. Todos estos 

procedimientos se realizaron en condiciones estériles tras mechero. 
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Figura 7.- Metodología desarrollada para el aislamiento de bacterias recolectadas en el campo. 

 

Para el aislamiento de las cepas bacterianas, se realizaron diluciones 10-3, 10-4 y 10-5 con 

agua de mar previamente esterilizada para todas las muestras aisladas; posteriormente se tomaron 

100 µl de cada dilución y este fue adicionado a cajas Petri con medio marino sólido (Agar 

Marino Difco 2216) (Fig. 7). A continuación se realizó un estriado por toda la caja mediante el 

uso de rastrillos de plástico previamente esterilizados, con la finalidad de favorecer la separación 

de las células  y por lo tanto, facilitar su aislamiento y purificación. Las cajas fueron incubadas a 

28°C durante 1 semana, posteriormente se aislaron alrededor de 10 a 15 cepas bacterianas de las 

tres diluciones (Fig. 7). Para seleccionar las cepas bacterianas se consideraron varios aspectos 

como la morfología, coloración, elevación y margen de la colonia (Fig. 8). 

          

Figura 8.- Características morfológicas de las colonias bacterianas consideradas para su aislamiento y purificación 
(modificado de Gephardt et al. 1981). 
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Una vez que las colonias fueron seleccionas con base en sus características morfológicas, 

éstas se aislaron mediante el uso de palillos de dientes estériles por picadura de colonia, o bien 

mediante el uso de un asa de inoculación estéril y fueron puestas en 2ml de caldo marino 

nutritivo (Difco 2216) (ver anexo). Posteriormente los cultivos se colocaron en agitación 

(200rpm) a una temperatura de 28°C durante 24 horas para favorecer su crecimiento; una vez 

que los cultivos crecieron, éstos fueron estriados en medio agar marino y colocados a 28°C 

durante 48 horas (Fig. 9). Después de las 48 horas se comprobó el grado de purificación de las 

cepas bacterianas; si por alguna razón se encontraba contaminación se realizaba otro aislamiento 

de la cepa a partir de la caja Petri original hasta obtener la cepa completamente pura.  

A cada una de las cepas le fue asignado un código de identificación en el que fue posible 

identificar el origen y las características de cada muestra. Por ejemplo en el código 3PBB1z0409, 

el número 3 representa el número de transecto de donde se tomó la muestra; las siguientes dos 

letras (PB) representan la abreviación del sitio de muestreo, que en este ejemplo corresponden a 

Punta Baja; la segunda letra B, representa la zona del intermareal donde fue tomada la muestra, 

en este caso corresponde a la zona baja, la zona alta se representó con la letra “A” y las pozas de 

intermareal con la letra “P”; a continuación el número 1 representa el sustrato de donde se 

obtuvo la muestra, en este caso sería de S. purpuratus, la letra ”z” significa el medio de cultivo 

utilizado para cultivar la cepa, el cual fue medio Zobell; y por último, los 4 números finales 

representan el mes y el año de muestreo que para este ejemplo corresponden a Abril del 2009. 

 

 

Figura 9.- Procedimiento realizado para la purificación de colonias mediante estriado en placa. 
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2.2.4 Identificación bioquímica y molecular de las cepas bacterianas 

 Las cepas bacterianas aisladas fueron identificadas mediante el uso de pruebas 

bioquímicas convencionales (Tabla 2), así como por su morfología y sus características de su 

pared celular de acuerdo con la tinción de Gram (ver protocolos en anexo I). 

2.2.4.1 Identificación bioquímica: 

 

               Pruebas bioquímicas realizadas  
Oxidasa Catalasa 
Movilidad Oxidación – Fermentación 
Salinidad 0% Sensibilidad al antibiótico 

0/129 
(concentraciones de 10 y 
150µg/mL) 

Salinidad 6% Crecimiento en TCBS  
(medio selectivo para vibrios y 
fermentadores de sacarosa) 

Salinidad 8% Crecimiento medio McConkey 
(medio selectivo para 
bacterias entéricas y 
fermentadoras de lactosa) 

 
Tabla 2.- Pruebas bioquímicas básicas utilizadas para la identificación  

de las cepas bacterianas aisladas de los sitios de muestreo. 
 

La identificación de los géneros bacterianos se realizó mediante el uso del manual 

Bergey’s (Holt et al. 2004), así como de esquemas taxonómicos (Oliver 1982; Muroga et al. 

1987; Alsina y Blanch 1994a; Alsina y Blanch 1994b) y literatura de referencia para la 

identificación de bacterias marinas (Ventosa et al. 1998; Vera et al. 1998; Nakamura et al. 1999; 

Labrenz et al. 2000; Hedlund y Staley, 2001; Ivanova et al. 2001; Abbott et al. 2003; Gómez-

León et al. 2005; Jung et al. 2007; Nam et al. 2007; Khudary et al. 2008;  Lijima et al. 2009; 

Martins et al. 2010; Raj et al. 2010 ). 
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2.2.4.2 Criopreservación de cepas bacterianas 

 Todas las cepas bacterianas aisladas y purificadas durante esta investigación fueron 

criopreservadas en un ultracongelador a -80°C con glicerol al 40% (ver protocolo en anexo I), 

creando así el primer cepario de bacterias marinas para el Laboratorio de Ecología y Biología del 

Desarrollo del Instituto de Investigaciones Oceanológicas (IIO). Todas las cepas criopreservadas 

se guardaron por duplicado, además cada año las cepas bacterianas eran renovadas y 

criopreservadas de nuevo con el fin de prolongar su viabilidad para experimentos posteriores.  

 

2.2.4.3 Identificación Molecular: 

Un grupo de 68 bacterias aisladas de erizo morado y C. vancouverensis en diferentes 

temporadas de la localidad de Punta Baja, fueron seleccionadas de acuerdo a sus características 

morfológicas (ver figura 8) para ser identificadas con métodos moleculares mediante la 

amplificación del gen ribosomal 16S.  

2.2.4.3.1 Extracción de DNA genómico. 

Las bacterias fueron cultivadas en 2mL de caldo marino (ver anexo I) en agitación 

constante (200rpm) durante 12 horas a 28°C. La extracción del DNA genómico se realizó 

mediante el uso del kit ”GenElute Bacterial Genomic DNA (NA2120) de Sigma – Aldrich (ver 

protocolo en anexo II). Se determinó la calidad del DNA genómico mediante su visualización 

por electroforesis en geles de agarosa al 1% (ver protocolo en anexo II) con SYBR Green 

(Invitrogen S7563). 

2.2.4.3.2 Amplificación del gen ribosomal 16S. 

Mediante el uso de la reacción en cadena de la polimerasa (PCR) se amplificó el gen 

risobomal 16S. Se utilizaron dos pares de cebadores (primers); un par fue el 8F (5’-AGA-GTT-

TGA-TCC-TGG-CTC-AG-3’) y el 1492R (5’-GGT-TAC-CTT-GTT-ACG-ACT-T-3’) (Huang y 

Hadfield, 2003), los cuales amplifican un fragmento de alrededor de 1,300–1400pb 

aproximadamente. 
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 El segundo par utilizado fue el 27F (5’-AGA-GTT-TGA-TCC-TGG-CTC-A-‘3) y el 

785R (5’-CTA-CCA-GGG-TAT-CTA-ATC-C-3’) (Lau et al. 2002), los cuales amplifican un 

fragmento de 750pb aproximadamente. Ambos pares de cebadores son específicos para el 

dominio Bacteria.  

Todas las reacciones de PCR se realizaron en un volumen total de 25µL (ver anexo II) y 

las condiciones para las reacciones de PCR fueron la siguientes: desnaturalización inicial a 95°C 

durante 5 min, 30 ciclos a 94°C durante 1 min, 55°C durante 1 min y 72°C durante 1 min, con 

una extensión de último paso de 10 min a 72°C. Para la purificación de los fragmentos de PCR 

se realizó la extracción de bandas del gel de agarosa mediante el uso del kit “PureLink Quick Gel 

Extraction kit” (K2100-12) de Invitrogen (ver protocolo en anexo II). 

2.2.4.3.3 Secuenciación de productos de PCR. 

 Los fragmentos de PCR purificados fueron secuenciados de acuerdo a las 

especificaciones de SeqXcel DNA sequencing service (http://www.seqxcel.com). En un volumen 

de 12µl se concentraron de 20 a 30ng de productos de PCR por cada 100pb del fragmento. Las 

muestras fueron procesadas con un kit para secuenciación (BigDye® Terminador cycle 

sequencing kit) y purificadas de acuerdo a los protocolos de “Biosystems DNA sequencing”. 

Para secuenciar se utilizó el primer 8F para 54 cepas bacterianas y el primer 785R para 14 cepas 

bacterianas. 

 

2.2.4.3.4 Análisis de secuencias y construcción de árboles filogenéticos. 

 Las secuencias fueron verificadas mediante la observación de los cromatogramas para 

determinar la calidad de la secuencia de cada cepa bacteriana mediante el uso del software 

ChromasPro versión 1.5 y el software BioEdit versión 7.0.5.3. Una vez analizadas y editadas las 

secuencias, se realizó un alineamiento en bases de datos de secuencias nucleotídicas en el sitio 

web del GeneBank (www.ncbi.nlm.nih.gov) utilizando BLAST (Basic Local Alignment Search 

Tool) y el sitio web de RDP (Ribosomal Database Project) (www.rdp.cme.msu.edu), para 

comparar las secuencias y determinar el género y/o especie bacteriana a la que pertenecian. El 

análisis filogenético se realizó mediante el uso del software MEGA 4 (Molecular Evolutionary 

Genetic Analysis), y el árbol filogenético se construyó utilizando el método de neighbor-joining 

http://www.seqxcel.com/�
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(vecino más cercano) (Saitou y Nei, 1987), calculando la distancia nucleotídica (p-distance) y el 

análisis bootstrap fue basado en 1,000 repeticiones (Tamura, 2007). Para el análisis filogenético 

se utilizaron fragmentos de secuencias de 100 a 200pb, de 200 a 300pb, de 300 a 400pb y de 450 

a 550pb para las cepas que se amplificaron con el primer 8F. Para las cepas que se amplificaron 

con el primer 785R se utilizaron fragmentos de secuencias entre 200 y 350pb, 500-600pb  y 700-

750pb. 

 

2.2.5 Análisis espacio-temporal de la diversidad metabólica bacteriana de Punta Baja y 

Playa Esmeralda 

 El análisis de la diversidad metabólica se realizó mediante la creación de una matriz de 

datos binarios de las pruebas bioquímicas realizadas a todas las bacterias para cada localidad de 

muestreo. Se realizó un análisis por el coeficiente de emparejamiento simple de los datos para 

determinar el porcentaje de similitud existente entre los sustratos (de donde se aislaron las 

bacterias) y su posible relación espacial (entre los transectos) y temporal, así como la 

construcción de agrupamientos (Clusters) y análisis de escalamiento multidimensional (MDS) en 

dos dimensiones para todos los sitios de muestro. El análisis se realizó mediante el software 

Primer 6 versión 6.1.10.  

 

2.2.6 Análisis de diversidad espacio–temporal de géneros bacterianos de Punta Baja y 

Playa Esmeralda 

 El análisis de diversidad de géneros bacterianos para ambas localidades de muestreo en 

diferentes temporadas, se realizó mediante la creación de una matriz de datos binarios 

considerando la presencia o ausencia de los géneros bacterianos en las localidades. Se realizó 

una matriz de similitud basada en el análisis estadístico del coeficiente de Jaccard para 

determinar el porcentaje de similitud espacio-temporal entre las localidades, así como la 

construcción de agrupamientos  (Clusters) y análisis MDS en dos dimensiones para todos los 

sitios de muestreo. El análisis de diversidad bacteriana se realizó mediante el uso del software 

Primer 6 versión 6.1.10. 
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2.2.7 Ensayos de inducción a la metamorfosis con bacterias aisladas del campo 

 La producción y mantenimiento de larvas de erizo morado se realizó de acuerdo al 

método descrito por Carpizo-Ituarte et al. (2002). Los óvulos fertilizados se mantuvieron en 

cubetas de 20 litros con agua de mar filtrada a 1 y 5µm y pasada a través de luz ultravioleta, a la 

cual llamaremos de ahora en adelante como “AMF”, donde alcanzaron el estadio larvario de 

prisma. Posteriormente las larvas fueron transferidas a tanques cónicos de 45 litros a una 

densidad de 3 larvas/ml con aireación continua, y fueron alimentadas diariamente con la 

microalga Rhodomonas sp (concentración de 17,000 células/ml) hasta que las larvas alcanzaron 

el estadio de competencia. El estadio competente se alcanzo a los 23 días, a una temperatura de 

cultivo entre 15 – 17 °C. Se consideraron larvas competentes cuando el rudimento era claramente 

visible ocupando la región derecha del cuerpo larval y, por la presencia de pies ambulacrales 

bien diferenciados de acuerdo a lo descrito por Carpizo-Ituarte et al. (2002).  

2.2.7.1 Cultivo de larvas de erizo morado y generación de películas bacterianas 

monoespecíficas 

 Para la generación de películas bacterianas monoespecíficas, las cepas aisladas fueron 

cultivadas en 10ml de medio líquido hasta que alcanzaron una densidad mayor a 107 células/ml. 

Posteriormente en cajas de plástico de sies pozos (Falcon) se adicionó un volumen determinado 

de bacterias (dependiendo de la concentración bacteriana de cada cepa el inoculo inicial oscilo 

entre 100 y 800 μl) en cada pozo con medio líquido en un volumen final de 5ml, con la finalidad 

de que todas las cepas bacterianas tuvieran la misma densidad de 107 células/ml al momento de 

iniciar la formación de la película monoespecífica. Se utilizó la siguiente ecuación para 

determinar el volumen de cultivo bacteriano necesario para iniciar la formación de la película 

bacteriana con una concentración de 107 células/ml (Ec.1) 

Ecuación 1: 

𝑉𝑜𝑙𝑢𝑚𝑒𝑛 𝑎 𝑎𝑑𝑖𝑐𝑖𝑜𝑛𝑎𝑟 =  
𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒𝑠𝑒𝑎𝑑𝑎

𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑖ó𝑛 𝑑𝑒𝑙 𝑚𝑒𝑑𝑖𝑜 𝑑𝑒 𝑐𝑢𝑙𝑡𝑖𝑣𝑜 ∗ 5 𝑚𝐿 
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 Las cajas de 6 pozos fueron mantenidas a 28°C durante 48 horas para la formación de la 

biopelícula en los pozos; posteriormente el medio de cultivo se retiró y se enjuagó la biopelícula 

una ó dos veces con agua de mar filtrada y esterilizada para eliminar el exceso de bacterias. Por 

último se adicionaron 5ml de agua de mar esterilizada para realizar los experimentos. 

             

2.2.7.2 Ensayos de inducción a metamorfosis con películas bacterianas monoespecíficas 

 Se adicionaron entre 20 y 30 larvas competentes en los pozos con las biopelículas 

previamente formadas. Se realizaron tres réplicas por tratamiento. En todos los experimentos se 

incluyeron un control positivo que consistió en la inducción a metamorfosis con KCl (100mM) 

durante 15 minutos, y un control negativo en donde las larvas permanecieron en AMF 

previamente estérilizada durante todo el periodo experimental de acuerdo a lo descrito por 

Carpizo-Ituarte et al (2002). El porcentaje de metamorfosis se evaluó a las 12 y 24 horas de 

iniciado el experimento.  

 

2.2.7.3 Análisis estadístico 

El análisis estadístico se realizó mediante el uso del software SigmaStat 3.5 (SigmaPlot 

11). A los datos en porcentaje se les realizó la transformación arcoseno previo a los análisis 

estadísticos. Se aplicó la prueba de Shapiro-Wilk para determinar normalidad y se determinó la 

homogeneidad de varianzas. Los datos que no fueron normales y/o no presentaron 

homogeneidad de varianzas se les aplicaron pruebas no paramétricas. Los análisis estadísticos se 

realizaron mediante un análisis de varianza de 1-via (ANOVA). Se utilizó la prueba de Fisher 

LSD (Least Significant Difference) como prueba a posteriori para establecer diferencias entre 

los tratamientos. Se consideraron diferencias significativas cuando P < 0.05 con un nivel de 

confianza del 95%. 

 



 

25 

 

 

2.3 Resultados 

2.3.1 Aislamiento, purificación e identificación bacteriana 

2.3.1.1 Aislamiento y Purificación 

 De cada sustrato se aislaron y purificaron entre 8 y 12 cepas bacterianas entre marzo del 

2007 y marzo del 2010. En total se aislaron y purificaron alrededor de 483 cepas, de las cuales, 

393 se aislaron de la localidad de Punta Baja, mientras que para la localidad de Esmeralda se 

aislaron 90 cepas.  Las cepas bacterianas fueron seleccionadas de acuerdo a las características 

morfológicas de cada colonia (Fig. 8). Alrededor del 60% de las colonias tuvieron una coloración 

blanco-grisáceo, un 30% translúcidas y un 10% entre naranja y amarillo. Más del 70% de las 

cepas presentaron formas de colonia planoconvexas, mientras que el 30% restante estuvo 

compuesto por cepas con formas planas y convexas. El 80% de las cepas presentaron un margen 

de colonia redondeado, el 20% correspondió a cepas con márgenes de colonia ondulado, 

lobulado y rizoide (Fig. 10).  

 
2.3.1.2 Identificación bacteriana 

2.3.1.2.1 Pruebas bioquímicas: 

 

 Un total de 11 pruebas bioquímicas fueron realizadas para identificar los géneros 

bacterianos presentes en ambas localidades de muestreo, así como para determinar el tipo de 

metabolismo de cada una de las cepas aisladas. Se identificaron un total de 428 cepas, de las 

cuales 338 correspondieron a la localidad de Punta Baja y 90 a la localidad de Playa Esmeralda. 
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       Enterobacteriaceae                    Pseudoalteromonas sp.                     Enterococcus sp. 
 
 

                
                 Vibrio sp.                               Flavobacterium sp.                           Aeromonas sp. 

 
 

                
       Pseudoalteromonas sp.                           Vibrio sp.                                 Halomonas sp. 

 
 

                
         Photobacterium sp.                        Pseudomonas sp.                                Vibrio sp. 

 
Figura 10. Características morfológicas de las bacterias aisladas de las localidades de  

Punta Baja y Playa Esmeralda, Baja California, México. 
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2.3.2 Cepas aisladas de Punta Baja 

 

 De las 338 cepas bacterianas heterótrofas cultivables aisladas para esta localidad, el 

94.7% fueron bacterias que pertenecieron al grupo de las Gram negativas, mientras que el 5.3% 

restante pertenecieron al grupo de las Gram positivas (Fig. 11). La mayoría de las cepas fueron 

catalasa y oxidasa positivas (97.7 y 92.7%, respectivamente); así mismo el 84.7% fueron 

bacterias que presentaron motilidad. En cuanto al metabolismo de la glucosa, el 75.5% fueron 

capaces de oxidarla, y el 95.2% tuvieron la capacidad de fermentarla. Esto significa que la 

mayoría de las bacterias aisladas presentaron un metabolismo anaerobio facultativo (Fig. 11). El 

90.5% de las bacterias no pudo crecer sin presencia de sal en el agua (0% salinidad), sin embargo 

se observó crecimiento del 66.5% para condiciones de salinidad al 6% (60 gr/l) y de 34.6% en 

condiciones hipersalinas de 8% de salinidad (80 gr/l). 

 

 
Figura 11. Porcentaje del total de las cepas bacterianas que presentaron crecimiento  

 positivo para las distintas pruebas bioquímicas realizadas. 
 
 
 

 En cuanto al crecimiento en medios selectivos, se observó que alrededor del 30% de las 

cepas crecieron en medio TCBS (medio selectivo para el género Vibrio), de las cuales el 75% 

presentaron una coloración de colonia amarilla, lo que significa que son bacterias que tienen la 

capacidad de fermentar la sacarosa, mientras que el 25% presentó una coloración verde (no 

fermentadoras de sacarosa) (Fig. 12a). El 84.3% de las cepas crecieron en medio con el agente 
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0/129 a una concentración de 10 µg/ml, el cual es un medio sensible al género Vibrio; así mismo, 

el 53.9% de las cepas mostró crecimiento a una concentración de 150 µg/ml (Fig 11). Por último, 

para el medio selectivo MacConkey, el cual es específico para el crecimiento de bacterias Gram 

negativas y fermentadoras de lactosa, se observó un porcentaje de crecimiento del 35%, de las 

cuales el 51% fueron colonias de color blanco (no fermentadoras de lactosa), el 36% colonias de 

color rosa (fermentadoras de lactosa) y el 13% no se evaluó el color de la colonia (Fig.12b). 

 

 
 

        
Figura 12. a) Porcentaje de cepas que crecieron en medio selectivo TCBS fermentadoras de sacarosa (amarillas) y 
no fermentadoras de sacarosa (verdes); b) Porcentaje de cepas que crecieron en medio selectivo MacConkey, 
fermentadoras de lactosa (color rosa) , no fermentadoras de lactosa (blancas) y cepas que no se evaluó si fermentan 
o no la lactosa. 
 
 
 Mediante el uso de las pruebas bioquímicas fue posible identificar 16 géneros 

bacterianos, los cuales fueron: Vibrio, Pseudoalteromonas, Halomonas, Flavobacterium, 

Photobacterium, Enterobacteriaceae, Aeromonas, Pseudomonas, Bacillus, Moraxella, 

Micrococcus, Alcaligenes, Alteromonas, Streptococcus, Enterococcus y Sulfitobacter. 

 
 

 

2.3.3 Cepas aisladas de Playa Esmeralda 

 De las 90 cepas de bacterias heterótrofas cultivables aisladas para esta localidad, el 

94.4% pertenecieron al grupo de las Gram negativas, mientras que el 5.6% pertenecieron al 

grupo de las Gram positivas (Fig.13). Alrededor del 90% de las cepas fueron positivas  para la 

prueba de catalasa, oxidasa y motilidad. En cuanto a su metabolismo, el 85.5% fueron capaces de 

oxidar la glucosa, mientras que el 96.6% la fermentaron. De esta manera en su mayoría se trató 
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de bacterias que presentaron un metabolismo anaerobio facultativo. En cuanto a crecimiento en 

diferentes concentraciones de sal, el 90% de las bacterias no crecieron en condiciones sin sal, sin 

embargo se observó un 37.4% de crecimiento en salinidad de 6% y disminuyó a 24.5% en 

condiciones hipersalinas de 8% de salinidad (Fig.13). 

 
 

 
Figura 13. Porcentaje del total de las cepas bacterianas que presentaron crecimiento  

positivo para las distintas pruebas bioquímicas realizadas. 
 
  

  

En cuanto al crecimiento de bacterias en medios selectivos, se observó que el 65.6% de 

las bacterias crecieron en medio TCBS, del cual el 53% generó colonias de color verde (no 

fermentadoras de sacarosa) y el 47% bacterias colonias de color amarillo (fermentadoras de 

sacarosa) (Fig 14a). El crecimiento bacteriano con sensibilidad al agente 0/129 tuvo un 

crecimiento del 81.1% a una concentración de 10 µg/ml y del 60% a una concentración de 150 

µg/ml (Fig. 13). En medio selectivo MacConkey, se observó un crecimiento del 36.7%; de las 

cuales el 46% fueron colonias de color blanco (no fermentadores de lactosa), el 33% fueron 

colonias de color rosa (fermentadoras de lactosa) y el 21% no se evaluó el color (Fig. 14b). 
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Figura 14. a) Porcentaje de cepas que crecieron en medio selectivo TCBS fermentadoras de sacarosa (amarillas) y 
no fermentadoras de sacarosa (verdes); b) Porcentaje de cepas que crecieron en medio selectivo MacConkey, 
fermentadoras de lactosa (color rosa), no fermentadoras de lactosa (blancas) y cepas que no se evaluó si fermentan o 
no la lactosa. 
 
 
 Mediante las pruebas bioquímicas realizadas, fue posible identificar alrededor de 8 

géneros bacterianos, los cuales fueron: Vibrio, Pseudoalteromonas, Halomonas, Flavobacterium, 

Photobacterium, Enterobacteriaceae, Aeromonas y Staphylococcus. 

 

2.3.4 Pruebas moleculares 

2.3.4.1 Extracción de DNA genómico 

  

 Se seleccionaron 68 cepas bacterianas de las diferentes temporadas y transectos para el 

aislamiento y purificación del DNA genómico, mediante un Kit de Purificación de DNA (ver 

metodología). La cantidad de DNA genómico obtenido de las extracciones fue entre 16 - 25µg. 

Para la mayoría de las muestras se obtuvo una calidad y cantidad de DNA semejantes a las que 

se presentan en la figura 15. 

 

a) b) 
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Fig. 15. Purificación de DNA genómico bacteriano observado mediante electroforesis de un gel de agarosa al 1%. El 

carril 1 y 16 muestran la escalera de 1kb plus. Las muestras del carril 2 al 15 muestran el DNA bacteriano. 
 
 
2.3.4.2 Amplificación y purificación de productos de PCR del gen ribosomal 16S 
 
 De las 68 cepas bacterianas seleccionadas, a 55 cepas se les amplificó el gen ribosomal 

16S para su identificación mediante el uso de los primers forward 8F y reverse 1492R. Para las 

14 cepas restantes el gen fue amplificado utilizando los primers forward 27F y reverse 785R. Fue 

necesario utilizar 2 juegos de primers debido a que no todas las bacterias amplificaban con el 

primer par (8F – 1492R). Los primers 8F – 1492 amplificaron fragmentos de alrededor de 

1,300pb, mientras que el juego de primers 27F – 785pb, amplificaron fragmentos de alrededor de 

750pb (Fig. 16a).  

 

 

           
 

Figura 16. Amplificación del gen ribosomal 16S mediante PCR. a) amplificación utilizando los primers 27F-785R 
(750pb) pozos del 1 al 3 y utilizando los primers 8F-1492R (fragmento de 1300pb) pozos del 4 al 6; pozo 7 escalera 
de 1,000pb. b) amplificación con los primers 27F-785R (fragmento de 750pb) con aparición de bandas de menor 
tamaño (< 300pb). Las muestras incluyen de los pozos 1 al 8, y el pozo 9 es la escalera de 1,000 pb. Geles de 
agarosa al 1%, teñido con SYBRgreen. 
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 A pesar de que se obtuvo una gran cantidad de productos de PCR del gen ribosomal 16S, 

también se amplificaron pequeños fragmentos de DNA en algunos casos menores a 400pb, los 

cuales se generaron con ambos juegos de primers (Fig. 16b). Se realizaron modificaciones a las 

condiciones de PCR para eliminar estos fragmentos pero no se tuvo éxito. De esta manera, se 

procedió a purificar el fragmento del gen ribosomal 16S mediante el corte y extracción de la 

banda del gel, utilizando un kit de purificación en gel (ver metodología). Este método resulto ser 

muy eficaz, ya que se obtuvo un grado de purificación cercano al 100% (sin contaminación por 

bandas) con cantidades de DNA entre 8 y 10 µg para la mayoría de las cepas (en algunos casos 

fue necesario repetir la amplificación por PCR y la purificación por extracción de banda del gel 

(Fig. 17). 

 

 
Figura 17. Purificación de productos de PCR del gen ribosomal 16S mediante extracción de banda del gel. Pozos del 
1 al 5 muestras de rDNA 16S (1300pb) después de la purificación por extracción de banda de gel. El pozo 6 
corresponde a la escalera de 1,000pb. Gel de agarosa al 1%, teñido con SYBRgreen. 
 
 
2.3.5 Secuenciación y construcción de árboles filogenéticos 
 
 Las secuencias obtenidas de los productos de PCR purificados no fueron en algunos 

casos de la calidad deseada, fragmentos de buena calidad en la secuencia diferían en tamaños en 

las distintas cepas y fue necesario un trabajo de edición para lograr igualar tamaños semejantes 

de las secuencias para su alineación mediante BLAST en el GeneBank y el RDP (Ribosomal 

DataBase Projetc). Debido a esto, las secuencias amplificadas con el primers 8F fueron 

separadas en 4 grupos para el alineamiento y construcción de los árboles filogenéticos (Tabla 3). 

De igual manera, las secuencias amplificadas con el primer 785R fueron separadas en 3 grupos 

(Tabla 4). 
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Tabla 3. Grupos de separación de secuencias por tamaños para su alineación por BLAST y construcción 
de árboles filogenéticos para su identificación. Secuencias amplificadas con el primer 8F. 
 
 
 
Tamaño de secuencias Código de la cepa Tamaño de secuencias Código de la cepa 
Grupo 1 
        
       De 100 a 200pb 
 
 
3PBB1z0310.3 
3PBB1z0310.8 
3PB22.10 
3PB23.7 
1PBA5z1108.1 

 
3PBB1z0310.10 
3PBB1z0310.11 
1PBA1z0310.1 
1PBA1z0310.3 
1PBA1z0310.4 
1PBA1z0310.6 
1PBA1z0310.8 
1PBA1z0310.10 
1PBA2z0310.6 
3PBB1z0310.2 
 

Grupo 3 
 
     De 300 a 400pb 
 
 
1PBA5z1108.2 
1PBP3z1108.5 
3PB22.5 
PB2z1207.5 
PB2z1207.11 
 

 
1PBP4z1108.1 
1PBP4z1108.6 
3PB12.4 
3PB12.5 
3PB12.6 
3PB12.7 
3PB12.8 
3PB22.9 
3PB23.5 
3PB23.9 

Grupo 2 
 
      De 200 a 300pb 
 
 
3PB22.6 
3PB23.6 
3PB23.8 
PB2z1207.1 
1PBP3z1108.8 
1PBP3z1108.2 
5PBA3z0409.1 
 

 
1PBB1z0310.7 
1PBB1z0310.8 
1PBB1z0310.9 
1PBB2z0310.3 
1PBB2z0310.5 
1PBB3z0310.9 
3PB12.2 
3PB22.7 
3PB22.3 
3PB23.10 
PB2z1207.2 
 

Grupo 4 
 
     De 450 a 550pb 
 
 
 

 
3PB12.3 
3PB23.2 
3PB14.7 
3PB23.1 
3PB14.5 
3PB14.6 
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Tabla 4. Grupos de separación de secuencias por tamaños para su alineación por BLAST y construcción 
de árboles filogenéticos para su identificación. Secuencias amplificadas con el primer 785R. 
 
 
Tamaño de secuencias Código de la cepa Tamaño de secuencias Código de la cepa 
Grupo 1 
     
      De 260 a 350pb 

 
 
3PBA4z0409.5 
PB2z1207.14 
1PBA1z0409.5 
1PBP4z0409.13 
1PBA5z0409.9 
 

Grupo 3 
     
      De 700 a 750pb 

 
PB2z1207.9 
PB2z1207.10 
PB2z1207 12 
PB2z1207.15 

Grupo 2 
    
      De 500 a 600pb 

 
PB3z1207.10 
PB3z1207.11 
PB3z1207.2 
PB3z1207.4 
PB3z1207.5 
 

  

 
 
 
2.3.5.1 Identificación bacteriana y construcción de arboles filogenéticos 
 

 
2.3.5.1.1 Cepas bacterianas secuenciadas con el primer 8F 

 De las bacterias que conformaron el grupo 1 (secuencias de 100 a 200pb), 13 

pertenecieron al género Vibrio, una al género Pseudoalteromonas y una al género Bacillus (Fig. 

18). De las bacterias que conformaron el grupo 2 (secuencias de 200 a 300pb), 11 pertenecieron 

al género Vibrio, dos al género Photobacterium, tres al género Pseudoalteromonas, una al género 

Pseudomonas y una al género Sulfitobacterium (Fig. 19). En cuanto a las bacterias que 

conformaron el grupo 3 (secuencias de 300 a 400pb), 13 pertenecieron al género Vibrio y dos al 

género Pseudoalteromonas (Fig. 20). Por último, las bacterias que conformaron el grupo 4 

(secuencias de 450 a 550), todas pertenecieron al género Vibrio (Fig. 21). 
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Figura 18. Árbol filogenético del gen 16S rDNA de secuencias entre 100 y 200pb de cepas bacterianas 
aisladas de Punta Baja. El arreglo se realizó mediante el método de distancia nucleotídica (p-distance), 
utilizando el algoritmo neighbour-joining con 1,000 repeticiones de remuestreo (bootstrap). Los números 
a la derecha de cada especie bacteriana representan los códigos de acceso a su secuencia en el GenBank.  
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Figura 19. Árbol filogenético del gen 16S rDNA de secuencias entre 200 y 300pb de cepas bacterianas 
aisladas de Punta Baja.  El arreglo se realizó mediante el método de distancia nucleotídica (p-distance), 
utilizando el algoritmo neighbour-joining con 1,000 repeticiones de remuestreo (bootstrap). Los números 
a la derecha de cada especie bacteriana representan los códigos de acceso a su secuencia en el GenBank.  
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Figura 20. Árbol filogenético del gen 16S rDNA de secuencias entre 300 y 400pb de cepas bacterianas 
aisladas de Punta Baja. El aregglo se realizó mediante el método de distancia nucleotídica (p-distance), 
utilizando el algoritmo neighbour-joining con 1,000 repeticiones de remuestreo (bootstrap). Los números 
a la derecha de cada especie bacteriana representan los códigos de acceso a su secuencia en el GenBank.  
 
 
 
 
 

 Vibrio crassostreae GQ454946.1 
 Vibrio tasmaniensis GQ455006.1 
 Vibrio kanaloae AJ490154.1 

 1PBP4z1108.1 
 Vibrio splendidus (biovar 1) AJ414118.1 
 1PBP4z1108.6 
 Vibrio pomeroyi HM584085.1 
 Vibrio gigantis GQ454939.1 
 Vibrio splendidus (biovar 2) FN436277.1 
 Vibrio cyclitrophicus GU194174.1 

 3PB22.5 
 1PBA5z1108.2 
 1PBP3z1108.5 

 Vibrio aestuarianus FJ161294.1 
 Vibrio anguillarum X71821.1 
 Vibrio azureus HM032017.1 

 3PB12.7 
 Vibrio harveyi GQ249053.1 
 3PB12.6 
 3PB12.4 

 3PB23.5 
 3PB23.9 

 3PB12.8 
 Vibrio alginolyticus HM045516.1 
 Vibrio parahaemolyticus EU155541.1 
 3PB12.5 
 3PB22.9 
 Vibrio natriegens HM565143.1 

Vibrio 

 Photobacterium phosphoreum AY888018.1 
 Photobacterium leiognathi subsp. mandapamensis FJ240420.1 Photobacterium 

 Alteromonas marina FJ161296.1 
 Alteromonas litorea AY428573.1 Alteromonas 

 PB2z1207.11 
 PB2z1207.5 

 Pseudoalteromonas prydzensis HM584031.1 
 Pseudoalteromonas tetraodonis AB563179.1 
 Pseudoalteromonas haloplanktis FJ161266.1 

 Pseudoalteromonas elyakovii AF116188.1 
 Pseudoalteromonas antarctica NR029317.1 

Pseudoalteromonas 

 Aeromonas veronii HM240294.1 
 Aeromonas hydrophila HM044910.1 Aeromonas 

 Sulfitobacter marinus DQ683726.1 
 Desulfovibrio vulgaris AB294142.1 

100 

100 

100 

73 

73 
98 

68 
86 

98 71 

98 

62 

100 

59 

45 
28 

21 
22 
26 

48 

22 

35 
35 

99 

37 36 
32 

30 

39 

0.02 



 

38 

 
 
 

 
 
Figura 21. Árbol filogenético del gen 16S rDNA de secuencias entre 450 y 550pb de cepas bacterianas 
aisladas de Punta Baja. Realizado mediante el método de distancia nucleotídica (p-distance), utilizando el 
algoritmo neighbour-joining con 1,000 repeticiones de remuestreo (bootstrap). Los números a la derecha 
de cada especie bacteriana representan los códigos de acceso a su secuencia en el GenBank. 
 
 
2.3.5.1.2 Cepas bacterianas secuenciadas con el primer 785R 

 

 De las bacterias que componen el grupo 1 (secuencias de 260 a 350pb), una cepa 

perteneció al género Vibrio, mientras que las cuatro cepas restantes correspondieron al género 

Pseudoalteromonas (Fig. 22). En cuanto a las bacterias del grupo 2 (secuencias de 500 a 600pb), 

dos cepas pertenecieron al género Vibrio y tres al género Pseudoalteromonas (Fig. 23). 

Finalmente, para el grupo 3 (secuencias de 700 a 750pb), dos cepas correspondieron al género 

Vibrio, una cepa al género Pseudoalteromonas y una cepa al género Bacillus (Fig.24). 
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Figura 22. Árbol filogenético basado en el gen 16S rDNA de secuencias entre 260 y 350pb. El árbol se 
realizó mediante el método de distancia nucleotídica (p-distance), utilizando el algoritmo neighbour-
joining con 1,000 repeticiones de remuestreo (bootstrap). Los números a la derecha de cada especie 
bacteriana representan los códigos de acceso a su secuencia en el GenBank. Bacterias aisladas de la 
localidad de Playa Esmeralda. 
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Figura 23. Árbol filogenético basado en el gen 16S rDNA de secuencias entre 500 y 600pb. El árbol se 
realizó mediante el método de distancia nucleotídica (p-distance), utilizando el algoritmo neighbour-
joining con 1,000 repeticiones de remuestreo (bootstrap). Los números a la derecha de cada especie 
bacteriana representan los códigos de acceso a su secuencia en el GenBank. Bacterias aisladas de la 
localidad de Playa Esmeralda. 
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Figura 24. Árbol filogenético basado en el gen 16S rDNA de secuencias entre 700 y 750pb. El árbol se 
realizó mediante el método de distancia nucleotídica (p-distance), utilizando el algoritmo neighbour-
joining con 1,000 repeticiones de remuestreo (bootstrap). Los números a la derecha de cada especie 
bacteriana representan los códigos de acceso a su secuencia en el GenBank. Bacterias aisladas de la 
localidad de Playa Esmeralda. 
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2.3.6 Géneros bacterianos presentes en Punta Baja y Playa Esmeralda 

  

 Para la localidad de Punta Baja, se aislaron un total de 393 cepas bacterianas de marzo 

del 2007 a marzo del 2010, de las cuales 338 cepas fueron identificadas por métodos 

bioquímicos y 55 cepas por métodos moleculares. Se identificaron un total de 16 géneros 

bacterianos (Fig. 25). Las bacterias más representativas para esta localidad fueron del género 

Vibrio y Pseudoalteromonas (33 y 30%, respectivamente). Bacterias del género Halomonas, 

Flavobacterium y Photobacterium tuvieron una representatividad del 12, 8 y 5%, 

respectivamente. También se encontraron géneros en menor proporción que constituyeron menos 

del 3% del total de las cepas, entre los que se encontraron: Enterobacterias, Aeromonas, 

Pseudomonas, Bacillus, Moraxella, Micrococcus, Alcaligenes, Alteromonas, Streptococcus, 

Enterococcus y Sulfitobacter. Así mismo, alrededor del 1.2% del total de las cepas no fue posible 

su identificación (Fig.25).  

 
 

 
 
Figura 25. Proporción de géneros bacterianos encontrados de un total de 393 cepas aisladas en la localidad de Punta 
Baja, Baja California, México, entre marzo del 2007 y marzo del 2010. 
  
 
 Para la localidad de Playa Esmeralda, se aislaron un total de 90 cepas bacterianas entre 

noviembre del 2008 y marzo del 2010; las cuales en su totalidad fueron identificadas por 

métodos bioquímicos. Se identificaron un total de ocho géneros bacterianos, siendo el más 

abundante el género Vibrio con un 57% (Fig. 26).  
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Le continúan bacterias del género Halomonas con un 16%, seguido por bacterias del 

género Pseudoalteromonas con un 10%. Bacterias del género Flavobacterium y Aeromonas 

estuvieron presentes en un 5.5%, así como del género Photobacterium con un 4%. Bacterias que 

solamente fueron aisladas en una ocasión y representan el 1% del total de las cepas 

correspondieron a los géneros Enterobacteria y Sthaphylococcus (Fig. 26). 

 
 

 
 

Figura 26. Proporción de géneros bacterianos encontrados de un total de 90 cepas aisladas en la localidad de Playa 
Esmeralda, Baja California, México, entre noviembre del 2008 y marzo del 2010. 

 
 

 

2.3.7 Análisis espacio-temporal de la diversidad de géneros bacterianos en Punta Baja y 

Playa Esmeralda 

 

2.3.7.1 Análisis espacial en la localidad de Punta Baja 

 El análisis espacial para determinar la diversidad de géneros bacterianos por sustrato en 

los diferentes transectos y zonas del intermareal, se llevó a cabo mediante el coeficiente de 

similitud de Jaccard considerando la ausencia-presencia de géneros bacterianos. Para la 

temporada del 2007, la composición de grupos bacterianos aislados exclusivamente de pozas de 

intermareal varió entre los meses de marzo y diciembre para la mayoría de los sustratos; sin 

embargo para el alga C. vancouverensis fue similar en un 80% en ambas temporadas. Además 
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los géneros bacterianos identificados entre las muestras de M. californianus y el alga Plocamium 

sp. fueron totalmente diferentes que las encontradas en S. purpuratus, C. vancouverensis y L. 

californicum (Fig.27A). Por otro lado, también se observó que la composición de géneros 

bacterianos de S. purpuratus y C. vancouverensis aislados del transecto 5 presentaron una 

similitud del 80% (Fig. 27B). 

 

 

   
 

   
Figura 27. Análisis espacial de la diversidad de géneros bacterianos representada en MDS mediante el coeficiente de 
similitud de Jaccard para muestras bacterianas aisladas de la localidad de Punta Baja.  A) muestras aisladas en la 
temporada del 2007 durante marzo y diciembre en pozas de intermareal; B) transectos de donde se aislaron las 
muestras en la temporada de marzo y diciembre del 2007; C) muestras aisladas de los diferentes transectos en la 
temporada del 2008 durante marzo  y diciembre; D) muestras aisladas de marzo y diciembre del 2008 en las 
diferentes zonas del intermareal. Los números en las gráficas representan el número de transecto de donde se 
aislaron las cepas. Los círculos de similitud estan representados en porcentajes. 
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Para la temporada del 2008, se encontró que la composición de géneros bacterianos 

aislados de C. vancouverensis fue muy similar entre los diferentes transectos y zonas del 

intermareal (80%), de esta manera no se observó que existiera una variación espacial (Fig. 27C). 

Por otro lado, se encontró que la composición de géneros bacterianos fue muy variable en S. 

purpuratus, agua de mar y B. orbigniana entre los diferentes transectos y zonas del intermareal 

(Fig. 27C y D). Para la temporada del 2009, se observó que la composición de géneros 

bacterianos de S. purpuratus presentó una similitud de alrededor del 50% entre la zona alta y la 

poza de los transectos 3 y 1, sólo la muestra de la poza de intermareal del transecto 5 resultó 

significativamente diferente al resto de las muestras (Fig. 28A y B). En relación a los géneros 

bacterianos del alga C. vancouverensis se observó que la mayoría de las muestras presentaron 

una alta similitud entre los diferentes transectos y sustratos, en donde solo las muestras de la 

zona baja del transecto 3 y la poza de intermareal del transecto 1, difierieron en su composición 

de géneros (Fig. 28A y B). Para las muestras de agua de mar, se presentó algo similar a lo 

observado en C. vancouverensis (Fig. 28A y B), sin embargo se observó que la muestra de la 

poza de intermareal del transecto 1 fue totalmente diferente al resto, pero en general fueron muy 

similares en cuanto a su composición de géneros bacterianos. Las muestras del alga L. pacifica 

presentó los mismos géneros bacterianos que C. vancouverensis, la única diferencia fue que se 

aislaron de transectos y zonas diferentes (Fig. 28A y B).  

  

 Las muestras aisladas del alga B. orbigniana presentaron una similitud en composición 

de géneros bacterianos del 60% con respecto a la muestra de agua de mar, los cuales también 

fueron aislados de diferentes zonas del intermareal y diferentes transectos (Fig.28A y B). Por 

último, la composición de géneros aislados de M. californianus presentaron una alta variación 

espacial, sin embargo la muestra del transecto 1 de la zona alta, presentó una similitud del 60% 

con aquellas asiladas del alga C. vancouverensis (Fig.28A y B). 
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Figura 28. Análisis espacial de la diversidad de géneros bacterianos representado en MDS mediante el coeficiente de 
similitud de Jaccard para muestras bacterianas aisladas de la localidad de Punta Baja.  A ) transectos de las muestras 
aisladas durante la temporada del 2009; B) muestras aisladas del 2009 en las diferentes zonas del intermareal; C) 
transectos de las muestras aisladas durante la temporada del 2010; D) muestras aisladas del 2010 en las diferentes 
zonas del intermareal. Los números en las gráficas representa el transecto de donde se aislaron las cepas. Los 
círculos de similitud esta representado en porcentajes. 
 

 

 
 Para la temporada del 2010,  se observó que la composición de géneros bacterianos de 

cada sustrato varió entre las diferentes zonas del intermareal y los diferentes transectos (Fig. 28C 

y D). Sin embargo, se observó que ciertos grupos de bacterias aislados de diferentes sustratos 

fueron similares en cuanto a su composición de géneros  (Fig. 28C y D). Por ejemplo, en la 

figura 28C se observa que bacterias aisladas tanto de C. vancouverensis, como de S. purpuratus 

y agua de mar presentaron una similitud de géneros del 60%  (Fig. 28C y D).  
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2.3.7.1.2 Análisis temporal para la localidad de Punta Baja 

 

 El análisis temporal se realizó mediante la comparación por separado, del total de 

muestras entre cada una de las temporadas de muestreo. El análisis de la composición de géneros 

bacterianos entre las temporadas de marzo del 2007, diciembre del 2007 y noviembre del 2008, 

mostró que la composición de los géneros fue poco similar entre algunos de los sustratos en las 

tres temporadas (Fig. 29A y B). Las muestras de C. vancouverensis de marzo del 2007 fueron 

40% similares a las de S. purpuratus de noviembre del 2008, así mismo las muestras de S. 

purpuratus de diciembre del 2007 presentaron una similitud del 40% con las muestras de agua de 

mar, B. orbigniana y C. vancouverensis del 2008. Por otro lado, se observó que las muestras de 

S. purpuratus, C. vancouverensis y B. orbignaiana presentaron una mayor similitud entre sí que 

con respecto a las de agua de mar. Las muestras de M. californianus presentaron una similitud 

del 60% a las de S. purpuratus. En relación a las muestras del alga Plocamium sp., se observó 

que su composición de géneros bacterianos fue totalmente diferente al resto de los sustratos (Fig. 

29A y B).  

 El análisis de las temporadas de marzo del 2007, diciembre del 2007 y abril del 2009, 

mostró una clara diferencia en la composición de géneros bacterianos. Las muestras de S. 

purpuratus, C. vancouverensis y M. californianus de la temporada de noviembre del 2009, 

fueron diferentes a la composición de géneros de los mismos sustratos para la temporada de 

marzo y diciembre del 2007, en donde estas dos últimas presentaron una mayor similitud entre 

sí. Así mismo, también se observó que la mayoría de las muestras aisladas de erizo morado, 

presentaron un mayor similitud en su diversidad bacteriana con respecto a las encontradas en la 

mayoría de las muestras del alga C. vancouverensis, aunque también se observaron varias 

muestras de C. vancouverensis que fueron muy similares a las de agua de mar (Fig. 29C y D). 
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Figura 29. Análisis temporal de la diversidad de géneros bacterianos representados en MDS mediante el coeficiente 
de similitud de Jaccard para muestras bacterianas aisladas de la localidad de Punta Baja.  A y B) diversidad en la 
composición de géneros bacterianos entre los diferentes sustratos para las muestras de marzo del 2007, diciembre 
del 2007 y noviembre del 2008; B) el mismo análisis para las muestras de marzo del 2007, diciembre del 2007 y 
abril del 2009; C) el mismo análisis para las muestras de marzo del 2007, diciembre del 2007 y marzo del 2010. Los 
números en las gráficas representan el transecto de donde se aislaron las cepas. Los círculos de similitud estan 
representados en porcentajes. 
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 En cuanto al análisis de las temporadas de marzo del 2007 y diciembre del 2007 se 

observó que la composición de géneros bacterianos fue muy similar a las muestras de algunos 

sustratos del 2010 (Fig. 29E y F). Se observó que la composición de géneros bacterianos de S. 

purpuratus fue muy similar entre las diferentes temporadas, así como también a la mayoría de las 

muestras del alga C. vancouverensis (Fig. 29E y F). 

 El análisis en la diversidad de géneros bacterianos en las muestras de noviembre del 2008 

en relación con las de abril del 2009, mostró que la mayoría de las muestras aisladas de agua de 

mar, C. vancouverensis y B.orbigniana en 2008, presentaron una alta similitud con aquellas del 

2009 (Fig. 30A y B). Así mismo, se observó que la composición de géneros bacterianos del alga 

C. vancouverensis fue muy similar para la mayoría de las muestras en las dos temporadas, y 

también presentó una alta similitud con respecto a muestras de agua de mar principalmente 

aisladas durante el año 2008. En el caso de las muestras de S. purpuratus se observó que 

difirieron significativamente en su composición de géneros bacterianos en ambas temporadas 

(Fig. 30A y B). En el análisis temporal de las muestras de noviembre del 2008 y marzo del 2010, 

se observó que para las muestras de S. purpuratus a pesar de que difirieron espacialmente, 

también mostraron diferencias temporales (Fig. 30B y C); lo mismo se observó para las muestras 

de agua de mar y C. vancouverensis. Es importante señalar que se observaron similitudes en la 

composición de géneros bacterianos entre ambas temporadas, solo que éstas fueron entre 

diferentes sustratos; principalmente entre muestras de agua de mar del 2008 con algunas 

muestras de C. vancouverensis del 2010 (Fig. 30B y C). 

  

 La composición de géneros bacterianos entre las temporadas de abril del 2009 y marzo 

del 2010 en general variaron significativamente (Fig. 30E y F). La diversidad bacteriana de cada 

uno de los sustratos en abril del 2009 tuvo una variación espacial muy alta, esto significa que 

todas las muestras de S. purpuratus fueron muy diferentes entre sí solamente para el 2009, y lo 

mismo ocurrió para el resto de los sustratos.  
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Figura 30. Análisis temporal de la diversidad de géneros bacterianos representados en MDS mediante el coeficiente 
de similitud de Jaccard para muestras bacterianas aisladas de la localidad de Punta Baja.  A y B) diversidad en la 
composición de géneros bacterianos entre los diferentes sustratos para las muestras de noviembre del 2008 y abril 
del 2009; B) el mismo análisis para las muestras de noviembre del 2008 y marzo del 2010; C) el mismo análisis para 
las muestras de abril del 2009 y marzo del 2010. Los números en las gráficas representan el transecto de donde se 
aislaron las cepas. Los círculos de similitud estan representados en porcentajes. 
 

       2008      vs   2009 
 Noviembre       Abril 

A) B) 

C) D) 

      2008       vs    2010 
Noviembre        Marzo 

E) D) 

2009   vs   2010 
Abril        Marzo 

       2008      vs   2009 
 Noviembre       Abril 

      2008       vs    2010 
Noviembre        Marzo 

2009   vs   2010 
Abril        Marzo 

Similitud 

Similitud 

Similitud 

Similitud 

Similitud 

Similitud 



 

51 

 
 
 
  

 

 Por otro lado, las muestras de marzo del 2010, tuvieron muy poca variación espacial para 

cada uno de los sustratos a diferencia de las muestras del 2009; sin embargo se agruparon de 

manera distante a las muestras del 2009 (Fig. 30E y F). 

 

 En general, el análisis en la composición y abundancia de géneros bacterianos para cada 

sustrato, demostró que para S. purpuratus el género más abundante en el 2007, 2008 y 2010 fue 

Vibrio (Fig. 31A, B y D), sin embargo para la temporada del 2009, no se encontró (Fig. 31C). 

Por otro lado, se identificaron géneros que solamente fueron aislados en ciertas temporadas 

como: Sulfitobacter en 2007, Bacillus en 2007 y 2010, Enterobacteriaceae en 2008, 

Pseudomonas en 2010 y Aeromonas en 2010. Los géneros mas comúnmente encontrados en las 

cuatro temporadas fueron Vibrio, Pseudoalteromonas, Halomonas, Flavobacterium y 

Photobacterium (Fig. 31).  

  

 Para el alga C. vancouverensis, se encontró que igual manera que en el erizo morado, el 

género más abundante en el 2007, 2008 y 2010 fue Vibrio, seguido por el género 

Pseudoalteromonas, el cual fue el más abundante en la temporada del 2009 superando por 

mucho a Vibrio (Fig. 32). El tercer género más abundante encontrado fue Halomonas, sin 

embargo este no se encontró en la temporada del 2007. La mayor cantidad de géneros 

encontrados fue en la temporada del 2010, en donde  se aislaron géneros como Bacillus, 

Alteromonas, Aeromonas y Photobacterium, los cuales fueron los menos abundantes (Fig. 32). 
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Figura 31. Composición y abundancia de géneros bacterianos aislados de S. purpuratus en la localidad de Punta 
Baja en las diferentes temporadas. A) géneros encontrados en marzo del 2007; B) en noviembre del 2008; C) en 
abril del 2009; D) en marzo 2010. 
 

 

 En las muestras tomadas de agua de mar, se encontró que en general el género más 

abundante en 2008 y 2009 fue Pseudoalteromonas, y el segundo más común en el 2010 (Fig. 

33A y B). El segundo género más abundante fue Vibrio sp, aunque cabe resaltar que no fue 

encontrado en 2008 y en 2009 fue uno de los menos abundantes; en contraste en el 2010 fue el 

más abundante, con alrededor del 45% (Fig. 33D). El tercer género más abundante fue 

Halomonas, el cual fue encontrado en los tres años de muestreo. También se encontró el género 

Moraxella, el cual no había sido aislado en ningún otro sustrato (Fig. 33B). A diferencia del resto 

de los sustratos, en agua de mar se aislaron una mayor cantidad de géneros en cada temporada.  
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Figura 32. Composición y abundancia de géneros bacterianos aislados de C. vancouverensis en la localidad de Punta 
Baja durante las diferentes temporadas. A) géneros encontrados en marzo del 2007; B) en noviembre del 2008; C) 
en abril del 2009; D) en marzo del 2010. 
 

 

 Para las muestras de M. californianus, se encontró que, a diferencia de los sustratos 

anteriores, el género más abundante en 2007 fue Pseudoalteromonas (Fig. 34A y B); sin 

embargo para la temporada del 2009, el género más abundante fue Pseudomonas sp (Fig. 34B). 

Sin embargo, éste último no se encontró en el 2007. Cabe resaltar que el género Halomonas fué 

el tercer género más abundante, y fue encontrado en las dos temporadas, a diferencia de 

Pseudoalteromonas y Pseudomonas que sólo se encontraron en una temporada (Fig. 34). 

0 20 40 60 80 100 

Vibrio sp 

Pseudoalteromonas sp 

2007 

0 10 20 30 40 50 

Vibrio sp 

Pseudoalteromonas sp 

Halomonas sp 

No identificada 

Flavobacterium sp 

2008 

0 20 40 60 

Flavobacterium sp 

Halomonas sp 

Vibrio sp 

Pseudoalteromonas sp 

Photobacterium sp 

Alcaligenes sp 

2009 

0 10 20 30 40 50 

Photobacterium sp 
Vibrio sp 

Flavobacterium sp 
Aeromonas sp 
Halomonas sp 

Pseudoalteromonas sp 
Alteromonas sp 

Bacillus sp 

2010 % Abundancia 

A) 

C) D) 

% Abundancia 



 

54 

 

 
Figura 33. Composición y abundancia de géneros bacterianos aislados de agua de mar en la localidad de Punta Baja 
durante las temporadas 2008, 2009 y 2010. A) géneros encontrados en noviembre del 2008; B) en abril del 2009; C) 
en marzo del 2010. 

 

 

 Por último, para las muestras del alga B. orbigniana, se encontró que el género más 

abundante en 2008 y 2009 fue Pseudoalteromonas (Fig. 35A y B). En 2008 el segundo género 

más común fue Vibrio, sin embargo en el 2009 no se encontró. Para el 2009, el segundo género 

más abundante fue Halomonas y fue el tercero más común en el 2008. En la temporada del 2008 

se encontró una mayor cantidad de géneros, entre los que destacan Micrococcus y Enterococcus 

que tuvieron un 5% de abundancia, mientras que en el 2009 el género Enterobacteriaceae estuvo 

por arriba del 10% de abundancia (Fig. 35). 
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Figura 34. Composición y abundancia de géneros bacterianos aislados de M. californianus en la localidad de Punta 
Baja durante las temporadas 2007 y 2009. A) géneros encontrados e marzo del 2007; B) en abril del 2009. 
 

 

 

 

  
Figura 35. Composición y abundancia de géneros bacterianos aislados de B. orbigniana en la localidad de Punta 
Baja durante las temporadas 2008 y 2009. A) géneros encontrados en noviembre del 2008; B) en abril del 2009. 
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2.3.7.2 Análisis espacio-temporal para la localidad de Playa Esmeralda 

 

 El análisis de diversidad espacial de géneros bacterianos para la localidad de Playa 

Esmeralda, demostró que para la temporada de noviembre del 2008, la composición de géneros 

bacterianos varió entre los diferentes sustratos (Fig. 36A). La diversidad de géneros bacterianos 

de A. incisa fue alrededor de 50% similar al de agua de mar, mientras que la composición de 

géneros del alga C. vancouverensis  presentó una similitud de alrededor del 30% en relación a 

los otros sustratos (Fig. 36A). Para la temporada de abril del 2009, se observó que la diversidad 

de géneros bacterianos entre las algas C. vancouverensis y C. canaliculatus presentó una 

similitud del 40% y difirió de las de agua de mar y del erizo negro A. incisa (Fig. 36B). Así 

mismo, se determinó que la composición de géneros del agua de mar fue 50% similar a la de A. 

incisa, la cual se mantuvo durante los muestreos realizados en el 2008 y el 2009 (Fig. 36B).  

  

 Por último, para la temporada de marzo del 2010, se observó que la diversidad de géneros 

bacterianos en A. incisa tuvo una similitud de alrededor de 60% con las de agua de mar por 

tercera temporada consecutiva (Fig. 36C). Además también se observó que la composición de 

géneros bacterianos con respecto a la del alga C. vancouverensis fue del 75% de similitud con 

respecto a las de agua de mar, algo que en las temporadas anteriores no se observó.  
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Figura 36. Análisis de la diversidad de géneros bacterianos representados en cladograma mediante el coeficiente de 
similitud de Jaccard para muestras bacterianas aisladas de la localidad de Playa Esmeralda.  A) diversidad en la 
composición de géneros bacterianos entre los diferentes sustratos para las muestras de noviembre del 2008; B) para 
abril del 2009 ; C) marzo del 2010. Similitud en porcentajes. 
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 En relación al análisis temporal de la diversidad de géneros bacterianos, se observó que 

las muestras de agua de mar del 2008 y 2009 presentaron una similitud por arriba del 60%, de 

igual manera para las muestras de A. incisa y C. canaliculatus. Las muestras del alga C. 

vancouverensis del 2008 y 2010, fueron similares en un 60% a las de agua de mar del 2010 y de 

A. incisa del 2009. De manera general se puede decir que la diversidad bacteriana en A. incisa 

fue diferente en las tres temporadas, mientras que las muestras de agua de mar y C. 

vancouverensis fueron muy similares en las dos temporadas (Fig. 37). 

 

 

 
Figura 37. Análisis de la diversidad de géneros bacterianos representada en MDS mediante el coeficiente de 
similitud de Jaccard para muestras bacterianas aisladas de la localidad de Playa Esmeralda para las temporadas de 
noviembre del 2008, abril del 2009 y marzo del 2010. Los círculos de similitud está representado en porcentajes. 

 

 

  

 Al realizar un análisis en la composición y abundancia de géneros bacterianos para cada 

sustrato, se encontró que para A. incisa, el género más abundante en 2008, 2009 y 2010 fue 

Vibrio (Fig. 38). El segundo más abundante fue el género Halomonas el cual no se encontró en el 

2008. El género Aeromonas fue el tercer género más abundante, aunque no fue encontrado en la 

temporada del 2010 (Fig. 38). 
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Figura 38. Composición y abundancia de géneros bacterianos aislados de A. incisa en la localidad de Playa 
Esmeralda durante las temporadas 2008, 2009 y 2010. A) géneros encontrados en 2008; B) en el 2009; C en el 2010. 
 
 
 Para el alga coralina C. vancouverensis se encontró que el género más abundante, al igual 

que en A. incisa en las tres temporadas, fue Vibrio (Fig. 39). Sin embargo se encontró que para el 

2008, el segundo más abundante fue Halomonas, seguido por Pseudoalteromonas. Para el 2009, 

el género Flavobacterium, tuvo el mismo porcentaje de abundancia que Vibrio, además se 

encontró el género Staphylococcus, el cual no se había aislado en ninguna localidad (Fig. 39B). 

Para el 2010, los géneros que  le siguieron en abundancia a Vibrio, fueron Pseudoalteromonas y 

Flavobacterium. Tambien se encontró Halomonas, pero estuvo por debajo del 10% de 

abundancia (Fig. 39C). 
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Figura 39. Composición y abundancia de géneros bacterianos aislados de C. vancouverensis en la localidad de Playa 
Esmeralda durante las temporadas 2008, 2009 y 2010. A) géneros encontrados en 2008; B) en el 2009; y C) en 2010. 
 

 

 Para las muestras de agua de mar se encontró que, de igual manera a los sustratos 

anteriores, el género Vibrio fue el más abundante durante las tres temporadas de muestreo (Fig. 

40). El género Photobacterium fue el segundo más abundante durante los muestreos de 2008 y 

2009, pero no se encontró en el 2010, en donde para esta temporada el segundo más abundante 

fue Halomonas, la cual fue la única temporada en donde se encontró (Fig. 40B y C). Uno de los 

géneros que estuvo presente en las tres temporadas fue Pseudoalteromonas, pero con la 

abundancia más baja (alrededor del 10%). Por último, para el 2008 se encontró el género 

Aeromonas el cual no se volvió a encontrar en las siguientes temporadas (Fig. 40A). 
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Figura 40. Composición y abundancia de géneros bacterianos aislados de agua de mar en la localidad de Playa 
Esmeralda durante las temporadas 2008, 2009 y 2010. A) géneros encontrados en el 2008; B) en el 2009; C) en el 
2010. 
 

 

2.3.8 Análisis temporal en la diversidad de géneros bacterianos entre Punta Baja y Playa 

Esmeralda 

 

 Para comparar la diversidad de géneros bacterianos entre temporadas de las dos 

localidades, primero se realizó un análisis entre las muestras de marzo y diciembre del 2007 de 

Punta Baja y se compararon con las muestras del 2008, 2009 y 2010 de Playa Esmeralda. Los 

resultados mostraron una diferencia significativa entre las dos localidades en los diferentes años 

y sustratos (Fig. 41A y B). Sin embargo las muestras del alga C. vancouverensis de Punta Baja 

en marzo del 2007 y diciembre del 2007, presentaron un 55% de similitud con las muestras 

aisladas de agua de mar de Playa Esmeralda del 2008 y 2009 (Fig. 41A y B).  
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Figura 41. Análisis de la diversidad de géneros bacterianos representados en MDS mediante el coeficiente de 
similitud de Jaccard para muestras bacterianas aisladas de la localidad de Punta Baja y Playa Esmeralda para las 
temporadas de marzo y diciembre del 2007, noviembre del 2008, abril del 2009 y marzo del 2010. A y B) análisis de 
diversidad de géneros bacterianos para las muestras de marzo y diciembre del 2007 en comparación con las muestras 
de Playa Esmeralda del 2008, 2009 y 2010; C y D) análisis para las muestras de Punta Baja del 2008 en relación a 
todas las de Playa Esmeralda. Los círculos de similitud están representados en porcentajes. 
 

  

 Los resultados del análisis de diversidad bacteriana entre las muestras de Punta Baja del 

2008 con las diferentes temporadas de las muestras de Playa Esmeralda, mostraron que de igual 

manera a lo observado con las muestras del 2007, existió una diferencia marcada entre la 

composición de géneros bacterianos entre las localidades de Punta Baja y Playa Esmeralda. Sin 

embargo, se observó una similitud del 70% entre las muestras aisladas del alga C. 

vancouverensis de Punta Baja durante el 2008 y 2009, con muestras aisladas de agua de mar, C. 

vancouverensis y del erizo A. incisa de Playa Esmeralda durante el 2008 y 2009 (Fig. 41C y D). 
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Figura 42. Análisis de la diversidad de géneros bacterianos representado en MDS mediante el coeficiente de 
similitud de Jaccard para muestras bacterianas aisladas de la localidad de Punta Baja y Playa Esmeralda. A y B) 
análisis de diversidad de géneros bacterias para las muestras de abril del 2009 en comparación con las muestras de 
Playa Esmeralda del 2008, 2009 y 2010; C y D) análisis para las muestras de Punta Baja del 2010 en relación a todas 
las muestras obtenidas de Playa Esmeralda. Los círculos de similitud están representados en porcentajes. 
 

  

 El análisis de diversidad bacteriana de la temporada de abril del 2009 de la localidad de 

Punta Baja en comparación con las temporadas de noviembre del 2008, abril del 2009 y marzo 

del 2010 de Playa Esmeralda, mostró una diferencia muy marcada entre la composición de 

géneros bacterianos entre ambas localidades (Fig. 42A y B). Por último, en el análisis de la 

localidad de Playa Esmeralda en comparación con la temporada de marzo del 2010 de Punta 

Baja, se encontró que la mayoría de las muestras de Playa Esmeralda tuvieron una similitud del 

60% en la diversidad de géneros bacterianos con las muestras de diferentes sustratos de Punta 

Baja (Fig. 42C y D). 
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2.3.9 Análisis espacio-temporal de las características metabólicas bacterianas de Punta 

Baja 

 

 Mediante el análisis de similitud por Clusters por medio del coeficiente de 

emparejamiento simple, fue posible agrupar a las bacterias en 18 grupos de acuerdo a sus 

características metabólicas (ver Clusters en apéndice I y tabla 5 en apéndice II).  

 
 

2.3.9.1 Análisis espacial: 

 Mediante un análisis general de todas las bacterias aisladas en la temporada del 2008 por 

el coeficiente de emparejamiento simple en MDS, se encontró que los diferentes sustratos 

compartieron en gran medida características metabólicas similares, aunque también se 

observaron bacterias con diferentes condiciones metabólicas aunque en menor proporción (Fig. 

26A y B).  

 

 Por otro lado, se observó que la variación espacial de estos grupos metabólicos con 

respecto a las diferentes zonas del intermareal y los transectos fue baja; en general no se observó 

variación espacial (Fig. 43A y B). Sin embargo, se observaron ciertos grupos metabólicos que 

tienen una mayor representatividad para cada sustrato en particular. Por otro lado, al realizar un 

análisis más minucioso para cada sustrato en las diferentes zonas y transectos del intermareal, 

fue posible observar diferencias en la composición de grupos metabólicos. Las muestras 

bacterianas de S. purpuratus mostraron que estas difieren metabólicamente dependiendo de la 

zona intermareal de donde se aislaron; sin embargo se observaron pocos grupos bacterianos que 

comparten similitud entre las diferentes zonas y transectos (Fig. 43C). 
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Figura 43. Análisis espacial representados en MDS de las características metabólicas de bacterias aisladas en la 
localidad de Punta Baja en noviembre del 2008 mediante el coeficiente de emparejamiento simple. A y B) 
agrupación de todas las bacterias aisladas de los diferentes sustratos en los diferentes transectos en las tres zonas del 
intermareal. C) bacterias aisladas de erizo morado; D) bacterias aisladas de agua de mar; E) bacterias aisladas de C. 
vancouverensis; F) bacterias aisladas de B. orbigniana en la zona baja del intermareal. Los números representan el 
número de transecto del aislado. Los números con letras representan los grupos metabólicos al que pertenecen. 
Similitud dado en porcentaje. Los círculos de similitud están representados en porcentajes. 
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 El grupo metabólico más representativo correspondió a las bacterias del grupo 4B, 

seguido por el grupo 4G (ver características metabólicas en apéndice II). En cuanto a las 

bacterias aisladas de agua de mar se observó que tienen una similitud metabólica entre el 70 y 

80%; sin embargo, no se apreció una diferencia espacial entre zonas del intermareal y los 

transectos. (Fig. 43D). Asi mismo, se encontró que el grupo metabólico más representativo para 

esta temporada correspondió al grupo metabólico 16D (ver características metabólicas en 

apéndice II).  

  

 Las bacterias aisladas del alga C. vancouverensis de la poza de intermareal del transecto 

5 resultaron ser metabólicamente diferentes a aquellas de las zonas alto y bajo de los transectos 5 

y 3 (Fig. 43E). Las principales características metabólicas de las bacterias de las pozas fue la 

capacidad de crecer en medio TCBS y MacConkey fermentando la sacarosa y la lactosa, además 

pudieron crecer en salinidades de 6%. Bacterias de la zona baja y alta, no crecieron en medio 

TCBS ni en MacConkey pero pueden crecer en condiciones hipersalinas (Fig. 43E). 

 

  Por otro lado, los grupos metabólicos más representativos para esta temporada 

correspondieron a los del grupo 4G y 16D (ver características metabólicas en apéndice II). En 

cuanto al alga coralina Bosiella orbigniana, solamente se aislaron bacterias de la zona baja del 

intermareal para los transectos 1 y 5, los cuales en su mayoría presentaron diferencias 

metabólicas para ambos transectos. (Fig. 43F). El grupo metabólico más representativo para esta 

temporada fue el 16B (ver características metabólicas en apéndice II).  
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Figura 44. Análisis espacial de MDS de las características metabólicas de bacterias asiladas en la localidad de punta 
Baja en abril del 2009 mediante el coeficiente de emparejamiento simple. A) agrupación de todas las bacterias 
aisladas de los diferentes sustratos en los diferentes transectos, B) en las tres zonas del intermareal. C) bacterias 
aisladas de erizo morado; D) bacterias aisladas de agua de mar; E) bacterias aisladas de C. vancouverensis y B. 
orbigniana; F) bacterias aisladas de M. californianus y L. pacifica. Los números sin letra representan el número del 
transecto. Los números con letras y en paréntesis representan los grupos metabólicos al que pertenecen. Las letras en 
paréntesis representan la zona de intermareal (A) alto, (B) bajo y (P) poza. Los círculos de similitud están 
representados en porcentajes. 
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 Para la temporada del 2009, se observó una gran diferencia en el metabolismo de las 

bacterias aisladas de un solo sustrato, así como entre los diferentes sustratos, aunque también 

cabe mencionar que se observó que ciertos grupos bacterianos de varios sustratos fueron muy 

similares entre sí (75 -85%) (Fig. 44A y B). Por otro lado, se observó que existe una mayor 

similitud entre las bacterias aisladas de la zona baja y alta del intermareal de los transectos 1 y 3, 

a diferencia de las bacterias aisladas de la poza de intermareal del transecto 5 (Fig. 44A y B). Así 

mismo también se observó una similitud (aunque en menor proporción) en las características 

metabólicas entre bacterias aisladas de la zona baja con relación a las aisladas de las pozas de 

intermareal (Fig. 44B). 

 El análisis para cada uno de los sustratos por separado, mostró que hay diferencias 

metabólicas para bacterias aisladas de erizo morado, entre la zona alta y la poza del intermareal, 

así como una diferencia del transecto 1 con relación al transecto 3 (Fig. 44C). Los grupos 

metabólicos más representativos para esta temporada fueron el grupo 10A y 16D (ver 

características metabólicas en apéndice II). En cuanto a las bacterias aisladas de agua de mar, se 

observó que las aisladas de las pozas de intermareal se agruparon entre ellas y por lo tanto, 

difirieron de las aisladas de la zona alta y la zona baja (Fig. 44D). Por otro lado, el grupo 

metabólico más representativo para esta temporada correspondió al 14A (ver características 

metabólicas en apéndice II).  

 Bacterias aisladas del alga C. vancouverensis y B. orbigniana, se separaron en varios 

grupos metabólicos, pero no se observó una diferencia entre ambos sustratos, ni tampoco entre la 

zona del intermareal ni entre los transectos (Fig. 44E). Los grupos metabólicos más 

representativos para C. vancouverensis fueron el 10A y 16B, seguido por el 16C y 16D; para el 

alga B. orbigniana fueron el 8B y el 16D (ver características metabólicas en apéndice II). En 

relación a las bacterias aisladas de M. californianus y el alga L. pacifica se observó una 

segregación de bacterias de diferentes grupos metabólicos, los cuales la mayoría tuvieron una 

similitud del 75% y no se apreció una diferencia en cuanto a la zona del intermareal (Fig. 44F). 
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 En el análisis de todas las bacterias aisladas en la temporada del 2010, se observó que 

existieron diferencias metabólicas para cada uno de los sustratos en particular. Sin embargo, un 

gran número de bacterias aisladas de diferentes sustratos presentaron una similitud entre sí (75 y 

85%) (Fig. 45A y B). Así mismo, la composición de grupos metabólicos entre los diferentes 

sustratos en cada zona y transecto del intermareal no difierieron mucho; sin embargo se observó 

que ciertos grupos metabólicos específicos fueron más representativos para cada sustrato en 

particular (Fig. 45A y B). El Análisis por separado de cada uno de los sustratos, mostró que para 

las bacterias aisladas de erizo morado existió una diferencia metabólica entre las distintas zonas 

del intermareal, así mismo las bacterias de la zona baja fueron diferentes para cada transecto 

(Fig. 45C). Por otro lado, las bacterias de la zona alta mostraron una similitud del 85% entre ellas  

sin importar el transecto, además presentaron una mayor similitud con aquellas de la zona baja, a 

diferencia de las aisladas de las pozas de intermareal (Fig. 45C). El grupo metabólico más 

representativo fue el 4A, y en menor magnitud el 3B, 4B, 4E y 8A (ver características 

metabólicas en apéndice II). 

 

 Las bacterias aisladas de agua de mar fueron separadas en varios grupos metabólicos, 

donde se encontraron bacterias con metabolismos muy diferentes en las distintas zonas del 

intermareal así como en los transectos; sin embargo dentro de cada agrupación hubo bacterias de 

diferentes zonas y transectos que tuvieron una similitud del 80% (Fig. 45D). El grupo metabólico 

más representativo fue el 16D, seguido por el 3C y 16C (ver características metabólicas en 

apéndice II). Por último, para las bacterias aisladas del alga C. vancouverensis, se encontró una 

diferencia metabólica entre las aisladas de la zona baja con respecto a las de la zona alta 

(Fig.45E). Por otro lado, se encontró que las bacterias de la zona baja tenian una similitud entre 

el 70 y 80% en los diferentes transectos; sin embargo el transecto 3 mostró una mayor diferencia 

en relación al 1 y 5 (Fig.45E). El grupo metabólico más representativo fue el 16A, seguido por el 

4A, 4F y 16C (ver características metabólicas en apéndice II). 
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Figura 45. Análisis espacial representado en MDS, de las características metabólicas de bacterias aisladas en la 
localidad de punta Baja en marzo del 2010 mediante el coeficiente de emparejamiento simple. A) agrupación de 
todas las bacterias aisladas de los diferentes sustratos en los diferentes transectos, B) en las tres zonas del 
intermareal. C) bacterias aisladas de erizo morado; D) bacterias aisladas de agua de mar; E) bacterias aisladas de C. 
vancouverensis y B. orbigniana. Los números sin letra representan el transecto. Los números con letras y en 
paréntesis representan los grupos metabólicos al que pertenecen. Los círculos de similitud están representados en 
porcentajes. 
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2.3.9.2 Análisis temporal 

 

 El análisis temporal se realizó por separado para cada sustrato debido a que un análisis 

con la totalidad de las muestras bacterianas haría imposible su interpretación. De acuerdo al 

análisis de las muestras aisladas de erizo morado, se encontró una diferencia en las 

características metabólicas entre los diferentes años, siendo más similares las bacterias aisladas 

en 2008 y 2010 en comparación con las del 2009 (Fig. 46A). El número de grupos metabólicos 

encontrados en el 2008 y 2009 fueron ocho, siendo en 2008 los grupos metabólicos más 

representativos el 4B y 4G, mientras que en el 2009, fueron el 10A y el 16D. Además, solamente 

la mitad de los grupos metabólicos encontrados en el 2008 permanecieron para el 2009. Para el 

2010, el número de grupos metabólicos encontrados fue el doble a lo obtenido en el 2008 y 2009, 

siendo alrededor de 19 grupos. De estos, el 75% de los grupos metabólicos encontrados en el 

2008 se encontraron en el 2010 y el 35.7% de los grupos metabólicos encontrados en el 2009 

fueron encontrados en el 2010. Por otro lado, se observó que las bacterias aisladas de las zonas 

altas y bajas del intermareal presentaron una mayor similitud que aquellas aisladas de las pozas 

de intermareal (Fig. 46B). Por otro lado, también se determinó que las características metabólicas 

difirieron en los distintos transectos. Los transectos 1 y 3 presentaron una mayor similitud entre 

si y las muestras del transecto 5 fueron significativamente diferentes con el resto de los 

transectos en 2009 (Fig. 46A).  

  

 En relación a las bacterias aisladas de agua de mar, se encontró que el número de grupos 

metabólicos en el 2008 y 2009 fue entre 10 y 13 grupos, en donde la mayoría de los grupos 

presentes en 2008 se encontraron en 2009. Así mismo, el grupo metabólico más representativo 

en 2008 fue el 16D, mientras que en el 2009 fueron el 14A, 16B y 16D. Para la temporada del 

2010  se encontraron 24 grupos metabólicos diferentes, siendo los grupos 16D, 3C y 16C los más 

representativos. La mayoría de los grupos metabólicos del 2008 y 2009 se encontraron en 2010, 

principalmente el grupo 16D el cual fue uno de los más representativos en las tres temporadas.  
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Los grupos metabólicos fueron muy similares en las diferentes zonas del intermareal y en 

los transectos (Fig. 46C y D). Sin embargo, bacterias aisladas durante el 2010 formaron un grupo 

aparte, el cual presentó características metabólicas diferentes al resto de las bacterias. Estas 

fueron aisladas principalmente del transecto 1 en la zona baja del intermareal (Fig. 46C y D). En 

las bacterias aisladas del alga C. vancouverensis para la temporada del 2008, se reconocieron 

ocho grupos metabólicos, para el 2009 15 grupos y para el 2010 tambien 15 grupos. Los grupos 

metabólicos fueron en su mayoría diferentes durante los tres años de muestreo, en donde aquellas 

del 2008 presentaron una mayor similitud con las del 2010 (Fig. 46E y F). Por otro lado, también 

se observaron grupos metabólicos representativos para cada temporada. En 2008 el grupo 

metabólico más representativo fu el 4G, seguido por el 16D; para el 2009 fueron el 10A y 16B, 

seguidos por el 16C y 16D; para el 2010 fue el 16A, seguido por el 4A. En general durante las 

tres temporadas los grupos metabólicos que dominaron fueron el 16D, 16C y 4G.  

  

 Las bacterias aisladas del alga B. orbigniana en general fueron muy similares entre los 

diferentes años, así como en las distintas zonas del intermareal y en los transecto. En el 2008 se 

identificaron nueve grupos metabólicos, mientras que el 2009 solamente cinco grupos. En el 

2008 el grupo metabólico más representativo fue el 16B, a diferencia del 2009 que fue el 8B y 

16D. La mayoría de los grupos metabólicos encontrados en 2008 se identificaron tambien en el 

2009. En el 2008 en el transecto 5 en la zona baja del intermareal, se aisló un grupo pequeño de 

bacterias, las cuales fueron metabólicamente diferentes al resto de los grupos en general (Fig. 

47A y B). 
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Figura 46. Análisis temporal MDS mediante el coeficiente de emparejamiento simple para muestras bacterianas 
aisladas en el 2008, 2009 y 2010. Bacterias de erizo morado en los diferentes años y transectos (A) y en las distintas 
zonas del intermareal y grupos metabólicos (B); bacterias aisladas de agua de mar en los distintos años y transectos 
(C) y en las distintas zonas del intermareal y grupos metabólicos (D); bacterias aisladas del alga C. vancouverensis 
en los distintos años y transectos (E) y en las distintas zonas del intermareal y grupos metabólicos (F). Los círculos 
de similitud están representados en porcentajes. 
  

 

Transectos 1, 3 y 5 

Grupos metabólicos Transectos 1, 3 y 5 

Grupos metabólicos 

Transectos 1, 3 y 5 Grupos metabólicos 

S. purpuratus  

Agua de mar 

C. vancouverensis 

S. purpuratus  

Agua de mar 

C. vancouverensis 

A) B) 

C) D) 

E) F) 

Similitud Similitud 

Similitud Similitud 

Similitud Similitud 



 

74 

Por último, los grupos metabólicos encontrados en M. californianus para las temporadas 

del 2007 y 2009 fueron diferentes en cuanto a su composición. En 2007 se identificaron 

alrededor de cuatro grupos metabólicos, mientras que en el 2009 se encontraron nueve grupos; 

en donde solamente dos grupos encontrados en 2007 se identificaron en 2009. Por otro lado, las 

bacterias aisladas de la zona alta del intermareal difirieron metabólicamente de aquellas aisladas 

de las pozas y de la zona baja (Fig. 47B).  

 

  

   
 

   
Figura 47. Análisis temporal MDS mediante el coeficiente de emparejamiento simple para muestras bacterianas 
aisladas en el 2007, 2008 y 2010. Bacterias aisladas del alga B. orbigniana en los diferentes años y transectos (A) y 
en las distintas zonas del intermareal y grupos metabólicos (B); bacterias aisladas M. californianus en los distintos 
años y transectos (C) y en las distintas zonas del intermareal y grupos metabólicos (D). Los círculos de similitud 
están representados en porcentajes. 
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2.3.10 Análisis espacio–temporal de las características metabólicas bacterianas de Playa 

Esmeralda 

 

 Mediante el análisis de emparejamiento de las pruebas bioquímicas y el clúster realizado 

de todas las cepas bacterianas de esta localidad, fue posible separar las bacterias en 10 grupos de 

acuerdo a sus características metabólicas (ver Clúster en apéndice I y tabla 5 en apéndice II).  

 
 
2.3.10.1 Análisis espacial 

 

 El análisis de las muestras tomadas en noviembre del 2008, mostró que las bacterias 

aisladas de erizo negro (A. incisa), agua de mar y C. vancouverensis compartieron bacterias con 

las mismas características metabólicas. Sin embargo, se observó que las bacterias de cada 

sustrato tendieron a agruparse entre ellas mismas, reflejando una diferencia metabólica 

bacteriana para cada uno de los sustratos (Fig. 48A). Para A. incisa el grupo metabólico más 

representativo fue el 3A, mientras que para agua de mar fueron los grupos 1 y 4D, y por último 

para C. vancouverensis fue el grupo 9. 

 

 En relación a las muestras tomadas en abril del 2009, las bacterias aisladas de un solo 

sustrato variaron metabólicamente entre sí. Las bacterias del alga C. vancouverensis ademas de 

variar entre sí, presentaron grupos metabólicos diferentes al resto de los sustratos, en donde el 

grupo metabólico más representativo fue el 4B. Las bacterias de agua de mar y A. incisa, 

presentaron una mayor similitud entre ellas que con el resto de los sustratos, esto se debe a que 

todos los grupos metabólicos encontrados en agua de mar, también se identificaron en A. incisa. 

Las bacterias del erizo negro (A. incisa) presentaron similitud con bacterias aisladas del alga C. 

canaliculatus (Fig. 48B). 
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Figura 48. Análisis temporal representado en MDS mediante el coeficiente de emparejamiento simple para muestras 
bacterianas aisladas en Playa Esmeralda de erizo negro (A. incisa), agua de mar y C. vancouverensis. A) bacterias 
aisladas en la temporada 2008; B)  en la temporada 2009; C)  en la temporada 2010. Las muestras solo se aislaron en 
la zona baja del intermareal en un solo transecto. Los números en las gráficas representan los grupos metabólicos a 
los que pertenecieron las cepas. Los círculos de similitud están representados en porcentajes. 

 
 

 En las muestras de marzo del 2010 se observó que cada sustrato difirió en cuanto a su 

composición de grupos metabólicos, sin embargo los diferentes sustratos compartieron ciertas 

bacterias que fueron metabólicamente similares, en porcentajes  entre un 75 y 85% (Fig.48C). El 

grupo metabólico representativo de A. incisa fue el 4C, para agua de mar fue el 4F y para C. 

vancouverensis fueron el 4F y el 7D. De esta manera, el grupo metabólico más representativo de 

los tres sustratos fue el grupo 4 (ver características metabólicas en apéndice II) (Fig. 48C). 
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2.3.10.2 Análisis temporal 

  

 De igual manera a lo realizado para la localidad de Punta Baja, el análisis se llevó a cabo 

para cada uno de los sustratos por separado. Para las muestras aisladas de erizo negro (A. incisa), 

se observó que las características metabólicas difirieron para cada uno de los años de muestreo 

(Fig.49A). Esto significa que los grupos metabólicos encontrados en cada temporada no se 

volvieron a presentar en las otras temporadas. Al igual que en el erizo negro, los grupos 

metabolicos de bacterias aisladas de agua de mar, fueron diferentes entre las temporadas de 

muestreo (Fig. 49B). Solamente el grupo 3D se observó en 2008 y 2009.  

 

 Para las bacterias aisladas del alga C. vancouverensis, se observó que las cepas aisladas 

de un mismo año difirieron considerablemente en sus características metabólicas y también 

difirieron por temporadas de muestreo, en donde bacterias aisladas en un mismo año tendieron a 

agruparse entre sí, lo cual fue claramente visible para las muestras del 2009 y 2010 (Fig.49C). En 

general se puede decir que los grupos metabólicos identificados durante los diferentes años, 

fueron exclusivos para cada temporada. Solamente el grupo metabólico 9 fue identificado en el 

2008 y 2009.  
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Figura 49. Análisis temporal representado en MDS mediante el coeficiente de emparejamiento simple para muestras 
bacterianas aisladas en Playa Esmeralda durante el 2008, 2009 y 2010. A) bacterias aisladas de erizo negro (A. 
incisa) en los diferentes años; B) bacterias aisladas de agua de mar en los diferentes años; C) bacterias aisladas de C. 
vancouverensis en los diferentes años. Los números en las gráficas representan los grupos metabólicos a los que 
pertenecieron las cepas. Los círculos de similitud están representados en porcentajes. 
 

2.3.11 Análisis de la diversidad metabólica entre Punta baja y Playa esmeralda 

 

 El análisis de diversidad metabólica de bacterias aisladas de S. purpuratus (Punta Baja) y 

A. incisa (P. Esmeralda) en el 2008, mostró que las características metabólicas de las cepas 

bacterianas en el epitelio difirieron entre ambas especies de erizo. Las bacterias aisladas de cada 

localidad tendieron agruparse entre ellas (80%), sin embargo alguna de estas presentaron una 

similitud del 75% entre ambas especies de erizo (Fig. 50A). En general, el grupo 9 aisladas en A. 

incisa, fueron similares al grupo 8B de S. purpuratus (ver características metabólicas en 

apéndice II). 
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Figura 50. Análisis temporal representado en MDS mediante el coeficiente de emparejamiento simple para muestras 
bacterianas aisladas en Playa Esmeralda y Punta Baja durante el 2008. A) Bacterias aisladas de erizo negro (P. 
Esmeralda) y erizo morado (Punta Baja) B) bacterias aisladas de agua de mar; C) bacterias aisladas de C. 
vancouverensis. Los números en las gráficas representan los grupos metabólicos a los que pertenecen las cepas. Los 
círculos de similitud están representados en porcentajes. 
  

 

 Para las muestras de agua de mar, se puede apreciar que la mayoría de las bacterias 

aisladas de Punta Baja se agruparon entre ellas, lo mismo se observó para las bacterias de Playa 

Esmeralda (Fig. 50B). Por lo tanto, las características metabólicas de ambas localidades son 

diferentes. Para las bacterias aisladas de C. vancouverensis se observó algo muy similar a lo 

observado para las muestras de agua de mar.  
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En la figura 50C se puede apreciar que la mayoría de las bacterias aisladas de Punta Baja 

se agruparon en la parte de arriba de la figura, mientras que las bacterias aisladas de Playa 

Esmeralda se agrupan  en la parte baja de la figura. Por lo tanto, aunque las bacterias fueron 

aisladas de la misma especie de alga coralina, sus características metabólicas difirieron. 

 

 Para las muestras bacterianas de la temporada del 2009  se observó un patrón similar a la 

del 2008. En general, la mayoría de las bacterias aisladas de A. incisa mostraron diferencias en 

sus características metabólicas con las bacterias aisladas de S. purpuratus. Sin embargo, para esta 

temporada se observó una mayor cantidad de cepas bacterianas de A. incisa que compartían una 

similitud del 85% en sus características metabólicas con las bacterias aisladas de S. purpuratus  

(Fig. 51A). En las  bacterias aisladas de agua de mar, observamos que existió una diferencia en 

las características metabólicas entre ambas localidades (Fig. 51B).  

 

 En la figura 51B, se puede apreciar que las bacterias aisladas en la localidad de Playa 

Esmeralda se agruparon a la izquierda de la figura, mientras que las bacterias de Punta Baja 

presentan una distribución más dispersa, donde la gran mayoría se agruparon del lado derecho de 

la figura, algo muy similar a lo observado para la temporada del 2008. Esto mismo se observó en 

las muestras tomadas del alga C. vancouverensis (Fig. 51C), en donde las bacterias aisladas de 

Punta Baja se agruparon principalmente a la derecha de la figura, mientras que las muestras de 

Playa Esmeralda presentarón una distribución un poco más dispersa, pero del lado izquierdo. 

Muy pocas bacterias presentaron una similitud del 75% en sus características metabólicas entre 

ambas localidades (Fig. 51C). 
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Figura 51. Análisis temporal representado en MDS mediante el coeficiente de emparejamiento simple para muestras 
bacterianas aisladas en Playa Esmeralda y Punta Baja durante el 2009. A) Bacterias aisladas de erizo negro (P. 
Esmeralda) y erizo morado (Punta Baja) B) bacterias aisladas de agua de mar; C) bacterias aisladas de C. 
vancouverensis. Los números en las gráficas representan los grupos metabólicos a los que pertenecen las cepas. Los 
círculos de similitud están representados en porcentajes. 
 

   

 El análisis realizado para la temporada del 2010, mostró algo totalmente diferente a lo 

observado para las temporadas del 2008 y 2009. Para las bacterias aisladas de A. incisa (Playa 

Esmeralda) y S. purpuratus (Punta Baja) no se observó una diferencia clara en las características 

metabólicas entre ambas localidades. Solamente 2 cepas de A. incisa (grupos metabólicos 7B y 

7C) se agruparon de manera aislada y por lo tanto, mostraron ser metabólicamente diferentes del 

resto, pero en general no se encontraron diferencias entre ambas localidades (Fig.52A). 
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Figura 52. Análisis temporal representado en MDS mediante el coeficiente de emparejamiento simple para muestras 
bacterianas aisladas en Playa Esmeralda y Punta Baja durante el 2010. A) bacterias aisladas de erizo negro (P. 
Esmeralda) y erizo morado (Punta Baja) B) bacterias aisladas de agua de mar; C) bacterias aisladas de C. 
vancouverensis. Los números en las gráficas representan los grupos metabólicos a los que pertenecieron las cepas. 
Los círculos de similitud están representados en porcentajes. 
 
 

 

 De igual manera para las muestras aisladas de agua de mar, no hubo diferencia en las 

características metabólicas entre ambas localidades. De hecho la mayoría de las bacterias 

aisladas de la localidad de Playa Esmeralda, presentaron una similitud superior del 85% con 

algunos grupos de bacterias aisladas de Punta Baja (Fig. 52B). Lo mismo fue observado para las 

bacterias aisladas del alga C. vancouverensis, en donde algunas bacterias aisladas de la localidad 

de Playa Esmeralda presentaron una similitud por arriba del 85% con algunos grupos de 

bacterias aisladas de Punta Baja (Fig. 52C). 
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2.3.12 Ensayo de inducción a la metamorfosis de larvas de S. purpuratus con películas 

bacterianas monoespecíficas 

 

Un total de ocho cepas bacterianas aisladas de S. pururatus y del alga C. vancouverensis 

de la localidad de Punta Baja de la temporada del 2007 fueron seleccionadas para llevar a cabo el 

experimento. A las 12 horas después de haber iniciado el experimento, la mayoría de las cepas 

aisladas de erizo morado mostraron una capacidad de  inducir a la metamorfosis por arriba del 

60% (Fig. 53A) mientras que para las cepas aisladas de C. vancouverensis solamente una cepa 

mostró un porcentaje por arriba del 60%. Se observaron diferencias estadísticas significativas 

entre los tratamientos a las 12 horas de evaluación (ANOVA , una vía, F= 6.525, P= <0.001). 

Las diferencias en la respuesta de las larvas se encontraron con todas las cepas bacterianas a 

excepción de la cepa PB3zA1207.3 aislada de C. vancouverensi porque el análisis fue con 

respecto al control negativo (AMF).  Las comparaciones múltiples de tratamientos por el método 

de Fisher (LSD) mostraron que estas diferencias eran significativas entre sí y con respecto al 

control negativo (AMF) (P < 0.05) (Fig. 53A). El porcentaje de metamorfosis con la cepa 

PB3zA1207.3 (5%) fue significativamente diferente con el resto de las cepas bacterianas 

utilizadas incluyendo el control positivo (KCl) (P < 0.05).  

 

 En cuanto a las cepas bacterianas aisladas de S. purpuratus en comparación con las 

aisladas de C. vancouverensis, se encontró que la cepa PB2z1207.1 de erizo morado fue la que 

mostró la mayor capacidad de inducir la metamorfosis en las larvas (88%), y fue la única que 

presentó diferencias estadísticas con el resto de los tratamientos (P < 0.05). Las demas cepas 

aisladas de S. purpuratus y C. vancouverensis no mostraron diferencias estadísticas significativas 

entre ellas (P > 0.05); sin embargo se observó que las cepas de S. purpuratus produjeron 

porcentajes de metamorfosis más altos que aquellas aisladas de C. vancouverensis, aunque 

estadísticamente no se vió reflejada esta diferencia (Fig. 53A). 
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Figura 53.- Porcentaje de inducción a la metamorfosis de larvas competentes de S. purpuratus con películas 
bacterianas monoespecíficas, A) porcentaje de metamorfosis a las 12 de evaluación; B) porcentaje de metamorfosis 
a las 24 horas de evaluación. Se incluyó un control positivo (KCl, 100 mM por 15 min) y un control negativo 
(AMF). Las líneas verticales indican el error estándar. Los asteriscos indican las diferencias estadísticas en relación 
al control negativo (AMF) donde P<0.05. 
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 Los porcentajes de metamorfosis observados a las 24 horas fueron muy similares a los 

observados a las 12 horas y no hubo un incremento significativo, a excepción de la cepa 

PB2z1207.10 de S. purpuratus, con la cual se alcanzó un porcentaje de metamorfosis cercano al 

80% (Fig. 53B). Se detectaron diferencias significativas entre los tratamientos (ANOVA, una 

via, F=11.62, P= <0.001). Todas las cepas bacterianas a excepción de la PB3zA1207.3 fueron 

estadísticamente diferentes con respecto al control negativo (AMF) (LSD, P < 0.05) (Fig.53B). 

De igual manera a lo observado a las 12 horas, las cepas aisladas de S. pupuratus fueron capaces 

de inducir porcentajes de metamorfosis más altos en relación a las de C. vancouverensis; sin 

embargo estadísticamente no se observaron diferencias entre las cepas (P < 0.05). Las cepas 

PB2z1207.1, PB2z1207.5, PB2z1207.10 y PB3zA1207.5, presentaron los valores de 

metamorfosis más altos y no se encontraron diferencias significativas entre ellas (P > 0.05), pero 

si presentaron diferencias estadísticas con el resto de los tratamientos (P < 0.05) (Fig. 53B). Las 

cepas bacterianas aisladas de S. purpuratus PB2z1207.1 y PB2z1207.14 pertenecieron al género 

Vibrio mientras que las cepas PB2z1207.5 y PB2z1207.10, pertenecieron al género 

Pseudoaltermonas. De igual manera, la cepas aisladas de C. vancouverensis PB3zA1207.5 y 

PB3zA1207.11 pertenecieron al género Pseudoalteromonas, mientras que la cepa PB3zA1207.2, 

perteneció al género Vibrio. La cepa PB3zA1207.3 no fue posible su identificación.  
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2.4 Discusión 
 

2.4.1 Variación espacio-temporal de las comunidades bacterianas en Punta Baja y Playa 

Esmeralda 

  

 Es bien sabido que el género Vibrio se encuentra ampliamente distribuido alrededor del 

mundo, incluyendo aguas oceánicas y costeras, sedimentos marinos, estuarios, en ambientes 

extremos como hielo polar y profundidades oceánicas (Thompson et al. 2004); además se ha 

visto en asociación con altas densidades de organismos marinos como corales (Rosenberg y Ben-

Halm, 2002), peces (Huys et al. 2001), moluscos (Hayashi et al. 2003), entre otros (Martinez-

Picado et al. 1996). Por lo anterior, es uno de los principales géneros de bacterias heterótrofas 

cultivables alrededor del mundo, el cual es considerado como un género cosmopolita, aunque en 

estudios recientes se ha visto que presenta un patrón de distribucion latitudinal en relación a su 

abundancia, con concentraciones relativamente bajas en regiones tropicales y subtropicales y 

significativamente mayores en regiones templadas y polares (Wietz et al. 2010). De esta manera, 

no sorprende que en este trabajo haya sido el género más común encontrado (alrededor del 40%) 

en ambas localidades y principalmente asociado a S. purpuratus y C. vancouverensis. Es bien 

sabido, que este género puede llegar a causar enfermedades y altas mortalidades en organismos 

vertebrados e invertebrados. Se ha reportado que ciertas cepas de V. splendidus, biotipo 1, causan 

mortalidad en larvas del pez Scophthalmus maximus (Thompson et al. 2005), asi mismo V. 

splendidus, biotipo II causan una alta mortalidad en estadios larvales en cultivos de ostión 

Crassostrea gigas, en la almeja Pecten maximus y en larvas y adultos de camarones (Sugumar et 

al. 1998; Gay et al. 2004).  

Santiago-Gonzalez en el 2008, reportó la presencia de V. splendidus en las localidades de 

Baja Mar y Playa Esmeralda, en asociación con erizo morado y erizo negro. Debido a que en el 

presente trabajo no se logró la identificación a nivel especie, existe una alta posibilidad de la 

presencia de V. splendidus en las localidades de Punta Baja y Playa Esmeralda, principalmente 

en las bacterias que fueron aisladas de ambas especie de erizo. Por otro lado, se ha reportado que 

V. anguillarum y V. alginolyticus provoca la formación de lesiones en erizos adultos de S. 

purpuratus y Paleopneustes cristatus, sin embargo se ha documentado la presencia de ambas 

especies de bacterias en las poblaciones de erizo morado y se ha visto que su patogenicidad es 
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desencadenado a consecuencia de cambios ambientales (Gilles y Pearse, 1986; Bauer y Young, 

2000). En el 2008, Santiago-Gonzalez reportó que V. alginolyticus se encuentra ampliamente 

distribuido en la costa norte de Baja California, y se encontró pricipalmente asociado a conchas 

de mejillón, erizo morado y algas rojas, por lo tanto, es muy probable que en la presente 

investigación encontremos esta especie bacteriana en asociación con erizo morado y algas 

coralinas, sin embargo estudios posteriores serán necesarios para identificar su presencia en las 

localidades de Punta Baja y Playa Esmeralda.  

 El segundo género más abundante fue Pseudoalteromonas, el cual constituyó cerca del 

30% del total de las cepas bacterianas aisladas en la mayoría de los sustratos durante las 

diferentes temporadas. En estudios realizados sobre diversidad se ha visto que este género se 

encuentra principalmente en regiones templadas y polares (Pommier et al. 2005.); en relación a 

lo anterior, en el presente trabajo se encontró que la abundancia de este género fue mayor en 

Punta Baja, la cual es una región que se caracteriza por ser una zona templada con fuertes 

temporadas de surgencias en verano (Hernández de la Torre et al. 2004), mientras que la 

localidad de Playa Esmeralda se caracteriza por ser una zona de transición entre aguas templadas 

y subtropicales (Peraza et al. 1993; Palacios-Hernandez et al. 1996). 

 El tercer género más abundante encontrado en esta investigación fue Halomonas. Al 

igual que Vibrio, este es otro de los géneros que se considera cosmopolita, ya  que son bacterias 

fáciles de cultivar y se han aislado en una gran diversidad de ambientes, pero se ha visto que 

prevalecen en profundidades oceánicas, chimeneas hidrotermales, suelos marinos y en asociación 

con algas marinas (Zifeng et al. 2009; Kaye et al. 2011). Sin embargo, nuestros resultados 

mostraron que también son parte importante de las comunidades bacterianas asociadas a 

invertebrados marinos como el erizo morado (S. purpuratus), el erizo negro (A. incisa), algas 

coralinas (C. vancouverensis, B. orbigniana, L. pacifica, C. chondracantus) y agua de mar. 

Investigaciones futuras, serán necesarias para identificar a nivel especie cada una de las cepas 

aisladas que nos ayuden a un mejor entendimiento de su abundancia y diversidad, así como la 

elaboración de nuevos registros de estas especies para Baja California.  

 

 El cuarto y quinto grupo más abundante correspondió a los géneros Flavobacteria y 

Photobacterium (8 y 5%, respectivamente). Flavobacteria es un género de bacterias heterótrofas 

que pertenece al fila de los Bacteroidetes el cual, mediante estudios de metagenómica se ha visto 
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que constituye uno de los tres filas más abundantes en el océano, después de las α-

proteobacterias y γ-proteobacterias que son las más abundantes (Ettema y Andersson, 2009). Se 

ha encontrado en una gran cantidad de ambientes marinos como lo son zonas costeras, mar 

abierto, sedimentos, chimeneas hidrotermales y regiones polares; además pueden encontrarse en 

estilo de vida libre o unido a agregados orgánicos; también se ha visto que pueden estar 

asociados al fitoplancton y animales marinos (Alonso et al. 2007; Zhao et al. 2009). A pesar de 

su gran abundancia aparente, esto no se ha visto reflejado en las colecciones de bacterias 

cultivables cuando se compara con otros grupos como las proteobacterias (O’Sullivan et al. 

2006). En este aspecto, se identificaron bacterias pertenecientes a este género en las dos 

localidades de muestreo, las cuales principalmente se encontraron asociadas a S. purpuratus y C. 

vancouverensis. Desafortunadamente las pruebas bioquímicas y moleculares no permitieron 

identificarlas a nivel especie, lo cual sería de mucho interés para determinar si las bacterias que 

se aislaron incrementaron su rango de distribución en ambientes marinos costeros, o bien 

pudieran ser nuevos miembros de la familia; por lo que es necesario realizar estudios a nivel 

molecular para su identificación a nivel de especie.  

 Cabe mencionar que las bacterias del género Flavobacterium aisladas de Playa 

Esmeralda, no se encontraron asociadas al erizo negro (A. incisa), pero si al alga roja C. 

vancouvernesis; de esta manera sería interesante investigar a qué se debe esta diferencia, aunque 

cabe la posibilidad de que las bacterias asociadas a esta especie de equinodermo puedan ser de 

las no cultivables, de esta manera investigaciones futuras serán necesarias para identificar la 

presencia o no de este género en asociación con A. incisa. 

  

 En el caso del género Photobacterium, es extraño que se obtuviera un porcentaje muy 

bajo ya que se considera como una de las bacterias de fácil cultivo. Sin embargo, debido a que 

presentan muchas características metabólicas similares al género Vibrio (Urakawa et al. 1998), 

es probable que con las pruebas bioquímicas realizadas durante esta investigación no fuera 

posible su identificación y por lo tanto, fueron identificadas como Vibrio. Por tal motivo es 

necesario realizar estudios a nivel molecular para determinar la abundancia real de este género 

asociadas a las poblaciones de S. purpuratus. Por otro lado, Photobacterium fue encontrado 

asociado a la mayoría de los sustratos muestreados, sin embargo su abundancia fue menor en la 

localidad de Playa Esmeralda, en donde no se encontró asociado a erizo negro (A. incisa) ni a C. 
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vanouverensis. Lo anterior resulta interesante ya que al parecer este género es considerado como 

cosmopolita, por tal motivo, es necesario realizar investigaciónes a nivel molecular más 

específicas para determinar la abundancia real de este género en ambas localidades.   

 

 Los géneros que representaron entre el 1 y 3% de abundancia del total de las cepas 

bacterianas aisladas, fueron Enterobacteriaceae, Aeromonas, Pseudomonas y Moraxella. A 

pesar de que los géneros Enterobacteriaceae y Aeromonas forman parte del fila de las γ-

proteobacterias (las cuales son el segundo fila más abundante en el océano), representan uno de 

los géneros menos cultivables en ambientes oceánicos. El género de las Enterobacteriaceae se 

considera principalmente como indicador de contaminación antropogénico (Salas, 2000). En 

relación a lo anterior, en el presente trabajo se registró la presencia de Enterobacteriaceae, 

principalmente en muestras de agua de mar en la localidad de Punta Baja, sin embargo también 

fue identificado aunque en menor abundancia en S. purpuratus y C. vancouverensis. También 

fue encontrado en la localidad de Playa Esmeralda, aunque representó menos del 1% del total de 

las cepas aisladas. Es importante mencionar que ambas localidades de muestreo son importantes 

campos pesqueros para la región de Baja California, por lo tanto, existe la posibilidad de que la 

presencia de este género de bacterias en ambos sitios, sea por aportes antropogenicos. 

Investigaciones futuras serán necesarias para determinar si este grupo de bacterias proviene de 

aguas residuales (indicadores de contaminación), o si bien forma parte habitual de las 

comunidades bacterianas adaptadas al ambiente marino costero.   

 En relación al género Aeromonas (2%) se ha visto que es uno de los principales géneros 

patógenos causantes de enfermedades tanto en humanos como en vertebrados e invertebrados 

marinos generando mortalidades masivas en la acuacultura de especies de interés comercial 

(Olafsen et al. 1993; Dumontet et al. 2000; Olafsen, 2001; Loch y Faisal, 2010). Así mismo, se 

ha visto que forma parte en las comunidades bacterianas asociadas a ciertas especies de corales, 

sin causar efectos aparentemente (Rhower et al. 2002).  Sin embargo, se ha visto que la cepa 

Aeromonas salmonicida es un patógeno oportunista que causa lesiones graves en el erizo morado 

adulto (Gilles y Pearse, 1986). Por otro lado, se ha reportado que esta cepa tiene una amplia 

distribución en el mundo (Wiklund y Dalsgaard, 1998), pero se cree que es más abundante en 

zonas tropicales y subtropicales. Esto resulta interesante, ya que en la localidad de Playa 

Esmeralda su abundancia fue relativamente mayor a la encontrada en Punta Baja, además fue 
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aislada principalmente de A. incisa durante dos temporadas seguidas, en comparación con la 

localidad de Punta Baja, en donde Aeromonas se encontró principalmente en muestras de agua 

de mar, y fue poco abundante en muestras de S. purpuratus y C. vancouverensis. Por lo tanto, 

sería interesante investigar si la mayor abundancia obtenida en Playa Esmeralda se debe a que es 

una zona de transición entre aguas templadas y subtropicales y por lo tanto favorece su 

abundancia y permanencia en este sitio. Así mismo, sería interesante investigar si es 

potencialmente patógeno para A. incisa o si bien es un miembro frecuente en las comunidades 

bacterianas asociadas a esta especie de equinodermo. 

 

 El género Pseudomonas es otro de los integrantes del grupo de las γ-proteobacterias y 

mediante estudios de diversidad por medio de técnicas independientes a cultivos bacterianos, es 

considerado como uno de los miembros más comunes en las comunidades bacterianas en el 

ambiente marino (Spiers et al. 2000), sin embargo son pocas las especies de este género que han 

sido cultivadas. También se sabe que este género vive en asociación con ciertas especies de 

invertebrados marinos, en donde se han aislado a partir de esponjas (Romanenko et al. 2008) y 

ciertas especies de coral (Rohwer et al. 2001; Rohwer et al. 2002); además tambien se ha aislado 

en muestras tomadas de erizo morado en la costa oeste de California (Gilles y Pearse, 1986). En 

este último, se pensó que este género podría ser patógeno para el erizo morado, sin embargo no 

se observó que causara enfermedades. En relación a lo anterior, en este trabajo aislamos 

Pseudomonas en muestras de agua de mar y solamente una cepa fue aislada a partir de S. 

purpuratus en Punta Baja, sin embargo, para la localidad de Playa Esmeralda no se encontró. El 

hecho de haber encontrado muy pocas bacterias de este género, probablemente se deba a que no 

es muy fácil su cultivo y por lo tanto requiere de  medios de cultivo muy específicos. Trabajos 

posteriores mediante técnicas independientes al cultivó, serán necesarios para determinar la 

abundancia e importancia del género Pseudomonas asociadas a las poblaciones de S. purpurtus a 

lo largo de la península de Baja California.  

 

 Por último, los géneros que representaron menos del 1.5% del total de las cepas, 

correspondieron a los géneros de Bacillus, Streptococcus, Enterococcus, Staphylococcus, 

Micrococcus, Alcaligenes, Alteromonas y Sulfitobacter. Losprimeros cinco géneros pertenecen al 

fila de los Firmicutes, dentro del grupo de las bacterias Gram positivas, el cual represento solo el 
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5% del total de las cepas aisladas. Anteriormente se pensaba que las bacterias Gram positivas 

comprendian solamente el 5% de las bacterias en el océano; sin embargo, estudios recientes 

sugieren que su abundancia y diversidad en ambientes marinos puede ser considerablemente 

mayor, principalmente en sedimentos marinos en donde se ha visto que el uso de medios de 

cultivo a base de agua de mar bajos en nutrientes, favorece el crecimiento de este grupo de 

bacterias (Stach y Bull, 2005; Gontang et al. 2007). En relación a lo anterior, es posible que en la 

presente investigación se encontró una baja abundancia de bacterias Gram positivas, debido a 

que se utilizó un solo medio de cultivo rico en nutrientes como reportan Gontang et al (2007), 

por lo tanto en investigaciones futuras será necesario utilizar diferentes medios de cultivo que 

nos permitan determinar de manera mas exacta la abundancia de este grupo en la zona costera de 

Baja California.  

 

El género Bacillus se caracteriza por ser bacterias heterótrofas, tienen la capacidad de 

sobrevivir en condiciones adversas y se considera como una especie cosmopolita. Además, 

estudios recientes han demostrado su asociación con invertebrados marinos (Du et al. 2010). Lo 

anterior, pudiera explicar su presencia asociada a las superficies de S. purpuratus, M. 

californianus y el alga C. vancouverensis solamente para la localidad de Punta Baja en la 

temporada del 2009 y en 2010 para erizo morado y C. vancouverensis. Por otra parte, su 

ausencia  en las muestras de Playa Esmeralda no significa que no se distribuya en esa zona, para 

determinar lo anterior, será necesario utilizar medios de cultivo con base en agua de mar bajos en 

nutrientes como lo mencionan Gontang et al. (2007), los cuales se ha visto que favorecen su 

crecimiento y poder determinar su abundancia en esta localidad, así como corroborar también los 

valores iniciales obtenidos para la localidad de Punta Baja.  

  

Los géneros Streptococcus, Enterococcus y Staphylococcus incluyen bacterias asociadas 

principalmente a enfermedades humanas, y son utilizadas como indicadores de contaminación en 

zonas costeras (Romano y Mejia, 2003; Ferguson et al. 2005; Harakeh et al. 2006; Naimi et al. 

2007). La presencia de Streptococcus aislado a partir de M. californianus en la temporada del 

2009 para la localidad de Punta Baja representa un caso único y es el primer registro de este 

género en esta localidad. Se ha documentado ciertas especies de Streptococcus son patógenos a 

varias especies de peces de agua dulce y agua salada, principalmente la especie Streptococcus 
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iniae la cual ha causado mortalidades masivas en el área de la acuacultura (Kvitt y Colorni, 

2004; Suanyuk et al. 2010). Sin embargo hasta ahora no se ha documentado su abundancia en las 

costas de Baja California y sus posibles efectos que pueda tener como patógenos en 

invertebrados marinos.  

 En relación al género Enterococcus, se ha documentado que la especie Enterococcus 

seriolicida es causante de enfermedades en peces de interés comercial en Japón (Kusuda et al. 

1991), ademas su presencia en ambientes marinos se ha correlacionado con eventos de 

contaminación antropogenica (Ferguson et al. 2005). Hasta el momento no hay registro sobre 

especies del género Enterococcus en la región de Baja California, por lo que su presencia 

encontrada en la presente investigación en la localidad de Punta Baja, pudiera estar indicando 

eventos de contaminación antropogenica en la región. Asi mismo, cabe aclarar que la abundancia 

de este género representó menos del 1% del total de las cepas, sin embargo será necesario 

realizar estudios sobre la presencia y abundancia de este género en la localidad, que ayuden a 

prevenir problemas de contaminación antropogénica en la localidad, debido a que representa uno 

de los campos pesqueros mas importantes en la región. 

 Hasta el momento poco se sabe sobre la distribución y abuandancia de bacterias del 

género Staphylococcus en el océano, sin embargo ciertos estudios han revelado que se 

encuentran presentes naturalmente en ambientes marinos, principalmente en agua, sedimentos y 

arena (Gunn y Colwel, 1983). En el presente estudio, se reporta la presencia de una cepa 

perteneciente a este género, asociada a C. vancouverensis para la localidad de Playa Esmeralda 

en la temporada del 2009. Por lo tanto, representa uno de los primeros registros sobre la 

presencia del género Staphylococcus en asociación con organismos marinos en el intermareal. 

Estudios posteriores serán necesarios para determinar su abundancia y frecuencia en ambientes 

intermareales, asi como su importancia ecológica en la región. 

  

Por otro lado, el género Micrococcus pertenece al grupo de las Actinobacterias, las cuales 

se consideran las más importantes desde el punto de vista farmacológico, debido a que más de la 

mitad de los compuestos bioactivos extraídos de ambientes marinos, son producidos por este 

género (Lazzarrini et al. 2000). Se sabe que forma parte importante de la flora marina y 

principalmente se encuentran en sedimentos marinos (Wood, 1952; Annamalai et al. 2010); 

aunque se ha visto que forma asociación con invertebrados marinos como en ciertas especies de 
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esponjas, en donde se ha aislado y caracterizado; además se ha visto que son importantes 

productoras de compuestos bioactivos (Hentschel et al. 2001). En relación a lo anterior, se 

encontró una cepa de Micrococcus sp asociada a epitelio de S. purpuratus para la temporada del 

2009, así mismo encontramos otra en la alga roja B. orbigniana en la temporada del 2008, ambas 

cepas asiladas de la localidad de Punta Baja. Resulta interesante observar que este género tuvo 

presencia en dos de las tres temporadas de muestreo, lo que nos puede sugerir que probablemente 

sea un habitante común en el intermareal rocoso y muy probablemente asociado a invertebrados 

marinos. Así mismo, será necesario realizar investigaciones para determinar la identidad de 

ambas cepas y valorar su importancia como  productores de compuestos bioactivos o si son de 

importancia para la generación de compuestos inductores de la metamorfosis en S. purpuratus.  

 El género Alcaligenes, pertenece al grupo de las β-proteobacterias el cual constituye uno 

de los grupos con menor abundancia en el océano, sin embargo se sabe que forma parte del 

bacterioplancton y en asociación a ciertos invertebrados marinos, principalmente esponjas (Li et 

al. 2006). Actualmente es poca la información en la literatura que documente su distribución y 

abundancia en el océano. En este trabajo, se encontraron dos cepas identificadas como 

Alcaligenes sp, una fue aislada a partir del alga C. vancouverensis y la otra a partir de muestras 

de agua de mar, ambas en la localidad de Punta Baja para la temporada del 2009. De esta 

manera, representa el primer registro sobre la presencia de este género en el intermareal rocoso 

en la localidad de Punta Baja, Baja California; sin embargo investigaciones posteriores serán 

necesarias para determinar su abundancia y distribución en la región, asi como su importancia 

ecológica y aplicacion biotecnológica si es posible. 

 El género Alteromonas pertenece al grupo de las γ-proteobacterias, el segundo grupo más 

abundante en el océano, sin embargo exiten dificultades en determinar su abundancia en el 

océano debido a que comparte muchas similitudes con el género Pseudoalteromonas. 

Recientemente, gracias al uso de las técnicas moleculares y comparación de secuencias del 16S 

rDNA, se ha incrementado el numero de propuestas sobre nuevas especies de Alteromonas en el 

océano, las cuales han sido aisladas de agua de mar, asociados a organismos marinos como 

macroalgas e invertebrados, así como de chimeneas hidrotermales (Ivanova et al. 1996; 

Raguénès et al. 1997; Sawabe et al. 2000). En relación a lo anterior, en este trabajo se 

encontraron cepas pertenecientes a este grupo, aisladas a partir de muestras del alga roja C. 

vancouverensis en la localidad de Punta Baja para la temporada del 2010. Sin embargo, es 
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necesario realizar investigación sobre estas cepas para determinar a qué especie pertenecen o si 

forman parte de un nuevo grupo de este género.  

 El género Sulfitobacter es miembro del grupo de las α-proteobacterias, y está constituido 

por siete especies bacterianas, las cuales juegan un papel fundamental en el ciclo del sulfuro 

orgánico en el océano. Es un género relativamente nuevo (creado en 1995) y está constituido 

principalmente por bacterias heterótrofas, las cuales han sido aisladas en diferentes ambientes 

marinos alrededor del mundo y por lo tanto se consideran cosmopolitas, así mismo se han 

encontrado asociados a diferentes sustratos como son agua de mar, sedimentos e invertebrados 

marinos (Labrenz et al. 2000; Yoon et al. 2007). En relación a lo último mencionado, la cepa 

Sulfitobacter delicatus y Sulfitobacter dubius fueron aisladas a partir de equinodermos (Stellaster 

equetris) y pastos marinos (Zostera marina) respectivamente, obtenidas del Pacifico Oriental 

(Ivanova et al. 2004). En el presente trabajo, se aisló una cepa perteneciente al género 

Sulfitobacter identificada mediante el gen 16S rDNA, la cual tuvo una identidad del 98% con 

Sulfitobacter pontiacus aislada en 1995 en el Mar Negro (Sorokin, 1995). Esta bacteria fue 

encontrada en el epitelio de S. purpuratus en la temporada del 2007 para la localidad de Punta 

Baja, y no se volvió a encontrar en las temporadas posteriores. Por otro lado, es necesario 

realizar más pruebas de identificación para tener la seguridad de su identidad y por lo tanto, esto 

representaría el primer registro para esta especie asociada a poblaciones de S. purpuratus en el 

Pacifico Mexicano, asi mismo es necesario determinar su importancia en las comunidades 

bacterianas debido a su metabolismo caracteristico, asi como su importancia ecológica en la 

región. 

  

 Hasta el momento, son pocos los trabajos que documenten la diversidad y distribución de 

bacterias heterótrofas cultivables asociadas a las poblaciones de erizo morado a lo largo de su 

distribución en Baja California. En este aspecto, Santiago-González (2008), realizó durante el 

año 2006 el primer estudio a mesoescala sobre la composición y variación de comunidades 

bacterianas (fracción cultivable) asociadas a las poblaciones de adultos de S. purpuratus, en 

pozas de intermareal en cinco localidades a lo largo del Estado de Baja California. Entre sus 

resultados, reportó la presencia de cuatro géneros bacterianos que correspondieron a Vibrio, 

Pseudoalteromonas, Paracoccus y Photobacterium, siendo los géneros Vibrio y 

Pseudoalteromonas como los más abundantes. A diferencia a lo reportado por Santiago-
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González (2008), en el presente trabajo se encontró un total de 17 géneros bacterianos, sin 

embargo en ninguna temporada identificamos la presencia del género Paracoccus, el cual fue 

reportado por Santiago-González en 2006, lo anterior posiblemente se deba a que Paracoccus 

fue reportado para la localidad de Bajamar localizado al norte de la ciudad de Ensenada, el cual 

no fue incluido en la presente investigación. De igual manera a lo reportado por Santiago-

González (2008), se encontró que los géneros Vibrio y Pseudoaltermonas fueron los más 

abundantes durante este trabajo. Con base en lo anterior, pudiéramos aventurarnos a decir que 

ambos géneros pueden estar jugando un papel muy importante en las comunidades bacterianas 

asociadas principalmente a invertebrados marinos (S. purpuratus y A. incisa) y algas coralinas 

(C. vancouverensis, L. pacifica y B. orbigniana), sin embargo, investigaciones futuras que nos 

ayuden a determinar la diversidad bacteriana mediante métodos independientes de cultivo, serán 

vitales para poder llegar a entender con mayor detalle la importancia de Vibrio y 

Pseudoaltermonas en la zona intermareal. Por otro lado, se encontró que el género Halomonas 

fue el tercero más abundante después de Vibrio y Pseudoaltermonas, así mismo, siempre fue 

encontrado en todas las temporadas en los dos sitios de muestreo, y en todos los sustratos 

muestreados. Es de llamar la atención que el género Halomonas no fuera reportado por Santiago-

González (2008), ya que al parecer nuestro estudio mostró que es parte importante de la flora 

bacteriana en el intermareal rocoso. 

 

 En cuanto a la distribución espacio-temporal de los géneros bacterianos reportados por 

Santiago-González (2008) en el 2006; encontró que existe una variación espacial y temporal a lo 

largo de la costa de Baja California. Sin embargo es importante mencionar que la variación 

espacial reportada por Santiago-González (2008) fue a nivel mesoescala (5 localidades en la 

región de Baja California) y por lo tanto, se esperaba que existiera una variación espacio-

temporal. A diferencia de lo realizado por Santiago-González (2008), en el presente trabajo se 

determinó el grado de variabilidad de las comunidades bacterianas heterótrofas cultivables en 

una sola localidad, con la finalidad de conocer que tanto cambian las comunidades bacterianas en 

una escala de centímetros a metros; en donde se determinó que la variación espacio-temporal en 

la composición de grupos bacterianos cultivables encontrada en la localidad de Punta Baja, 

resulta muy interesante ya que no solamente la variación espacio-temporal es a nivel de 

mesoescala como lo reportó Santiago-González (2008) sino también a nivel de microescala.  
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Asi mismo, también se observó que ciertos géneros bacterianos permanecieron en las 

diferentes temporadas para ambas localidades, por ejemplo el género Vibrio siempre se encontró 

asociado a la mayoría de los sustratos durante todas las temporadas, lo único que varió fue su 

abundancia entre las distintas temporadas y lo mismo fue observado para los géneros 

Pseudoalteromonas  y Halomonas. Esto problamente se puede deber a que estos géneros son 

cosmopolitas y habitan en ambientes muy variables, lo cual hace que puedan ser encontrados en 

una gran variedad de sustratos.  

Por otro lado, al comparar la composición de géneros bacterianos entre ambas 

localidades, encontramos que difieren significativamente, lo que resultó muy similar a lo que 

observó Santiago-González (2008) al comparar la composición de géneros entre las diferentes 

localidades a lo largo de la Península de Baja California. Esto es interesante ya que en ambas 

localidades los generos más comunes y abundantes fueron los mismos (Vibrio, 

Psedoalteromonas y Halomonas) por lo tanto, es probable que estas diferencias se deban a 

cambios en las condiciones ambientales. Se ha documentado que cambios en pH pueden alterar 

los patrones de distribución de ciertos grupos bacterianos que habitan en suelos marinos (Fierer y 

Jackson, 2006), asi mismo la estrucutra de las comunidades del bacterioplancton cambian a lo 

largo de gradientes de salinidad (Crump et al. 2004), asi como las comunidades de cianobacterias 

en incrementos de temperatura en temporadas de verano (Ward et al. 1998). Tambien se ha 

documentado que cambios en las condiciones ambientales como: disponibilidad de sustrato, 

inteinsidad de luz, disponibilidad de alimento, condiciones ocenograficas como eventos de El 

Niño, pueden inducir cambios en los patrones de distribución y composición de las comunidades 

bacterianas (Buckley y Schmidt, 2002; Horner-Devine et al. 2004; McArthur, 2006).  

   

2.4.2 Variación espacio-temporal de las características metabólicas bacterianas en Punta Baja 

y Playa Esmeralda 

 

 En general, se puede decir que la mayoría de las bacterias heterótrofas cultivables 

aisladas en el presente trabajo pertenecieron al grupo de las Gram negativas (95%), son bacterias 

móviles y anaerobias facultativas, lo cual es similar a lo reportado por Santiago-González 

(2008). El 90% requiere de sal para su crecimiento, lo cual indica que se trata de  bacterias 

exclusivas del ambiente marino; esto es muy contrastante con lo reportado por Santiago-



 

97 

González (2008) en donde el 80% de las bacterias tuvieron la capacidad de crecer en medios de 

cultivo sin prescencia de sal. Es bien sabido que las bacterias de origen marino y principalmente 

las pertenecientes al grupo de las Gram negativas, es necesaria la presencia de cloruro de sodio 

(aunque sea en concentraciones bajas) para su crecimiento (MacLeod, 1965; Reichelt y 

Baumann, 1974; Gow, 1992), por lo tanto existe la posibilidad que muchas de las bacterias 

encontradas por Santiago-González (2008) pudieran ser de origen terrestre. En base a lo anterior, 

es necesario realizar investigaciones futuras sobre el aporte y abundancia de bacterias de origen 

terrestre en el intermareal rocoso. Por otro lado, el análisis de diversidad espacio-temporal en las 

características metabólicas realizado por Santiago-González (2008), mostró que existe una alta 

variabilidad en el metabolismo de cepas aisladas para un sustrato en particular, sin embargo en la 

mayoría de los sustratos se encontraron bacterias con perfiles metabólicos muy similares. En el 

presente trabajo se encontró una alta variación espacial (entre transectos y zonas del intermareal) 

en el perfil metabólico de bacterias aisladas para cada uno de los sustratos por separado, sin 

embargo se observó que muchos grupos metabólicos estuvieron presentes en la mayoría de los 

sustratos aunque en menor proporción, lo cual es muy similar a lo reportado por Santiago-

González (2008). Estudios recientes han mostrado que en tan solo un gramo de sedimento 

marino existe una alta diversidad de bacterias con perfiles metabólicos diferentes, esto significa 

que aerobios obligados, anaerobios facultativos y anaerobios obligados viven muy próximos 

unos a otros y por lo tanto, es posible encontrar organismos autótrofos, aerobios y anaerobios 

heterótrofos en ambientes en donde al parecer son relativamente homogéneos, aun así es posible 

encontrar una gran cantidad de microambientes (Kasen y Rainey, 2004). De esta manera, con 

base en lo anterior, se puede explicar la alta diversidad de grupos metabólicos que encontramos 

en los diferentes sustratos y zonas del intermareal. Sin embargo, llama la atención que alrededor 

del 95% del total de las bacterias aisladas en ambas localidades fueron anaerobias facultativas, lo 

cual da una idea sobre la adaptabilidad de estas bacterias para sobrevivir en este tipo de 

ambientes intermareales, en donde cambios en la concentración de oxígeno puede ser 

significativa a consecuencia de los cambios abruptos de temperatura principalmenten entre 

mareas altas y bajas. 

 A pesar de la alta variación espacial de los grupos metabólicos bacterianos, se observó 

que para cada sustrato hubo un grupo metabólico característico, el cual fue el más abundante. Por 

otro lado, se observó que los grupos metabólicos encontrados en Punta Baja fueron muy 
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diferentes a los encontrados en Playa Esmeralda, lo cual fue algo muy similar a lo encontrado 

por Santiago-Gonzalez (2008). De esta manera, seria interesante en estudios posteriores 

determinar a que se debe la abundancia de grupos metabolicos caracteristicos de cada sustrato y 

determinar si exite alguna selección por parte del organismo sustrato (erizo o alga coralina). En 

relación a esto, trabajos realizados sobre la diversidad de bacterias heterótrofas cultivables en la 

anemona Anthopleura midori, identificaron una alta variabilidad de géneros bacterianos, en 

donde el género Pseudoalteromonas fue uno de los más abundantes. Asi mismo, se cree que la 

anemona puede estar involucrada en la selección de este grupo de bacterias mediante la 

expulsión de compuestos metabólicos secundarios (Du et al. 2010). 

Por otro lado, es interesante mencionar que a pesar de que existe una variación espacio-

temporal de géneros bacterianos, los géneros Vibrio y Pseudoalteromonas fueron encontrados en 

todas las temporadas en la mayoría de los sustratos, probablemente esto se deba a que son 

bacterias cosmopolitas y tienen la capacidad de adaptarse a una gran variedad de ambientes. Sin 

embargo, la variación espacio-temporal de los grupos metabólicos encontrada para ambos 

géneros fue muy significativa, lo cual pudiera estar indicando dos cosas: 1) es posible que exista 

una gran diversidad de especies pertenecientes a los géneros Vibrio y Pseudoalteromonas, ya que 

observamos una gran variación espacio-temporal de los grupos metabólicos en las temporadas en 

las que estos géneros fueron muy abundantes, 2) o bien son pocas las especies pertenecientes a 

estos géneros, pero estas bacterias cuentan con diferentes capacidades metabólicas, lo cual puede 

depender de las condiciones bióticas y abióticas de la localidad en ciertos momentos. En relación 

a lo último mencionado, es bien sabido que ciertas especies bacterianas tienen la capacidad de 

presentar diferentes biotipos o cepas con capacidades metabólicas diferentes, esto es posible 

mediante la adquisición de material genético extracelular, como plásmidos. Estos les confieren 

nuevas capacidades metabólicas, sin embargo siguen siendo la misma especie. Lo anterior ha 

sido observado en Vibrio splendidus, el cual presenta dos biotipos con capacidades metabólicas 

diferentes (Gómez-León et al. 2005). Por lo tanto, es necesario realizar estudios más a detalle de 

los géneros más abundantes encontrados, para identificar estas bacterias a nivel especie y así 

poder determinar a qué se debe esta alta variación metabólica encontrada en ambas localidades. 
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2.4.3 Inducción a la metamorfosis en larvas de S. pupuratus, con películas bacterianas 

monoespecíficas aisladas de Punta Baja 

  Se ha demostrado que las bacterias pertenecientes a los géneros Vibrio y 

Pseudoalteromonas, son importantes para inducir el asentamiento y la metamorfosis en larvas de 

diferentes invertebrados marinos (Negri et al. 2001; Lau et al. 2002; Huang y Hadfield, 2003; 

Huang et al. 2007); en donde para la región de Baja California, Santiago-González (2008) 

reportó que cepas bacterianas pertenecientes a estos géneros, indujeron a la metamorfosis a 

larvas de erizo morado por arriba del 50%, algo muy similar a lo encontrado en el presente 

trabajo, en donde  bacterias de estos géneros indujeron a las larvas de erizo morado por arriba del 

60% de metamorfosis.  Por otro lado en la presente investigación, tanto las cepas obtenidas a 

partir de erizo morado como de C. vancouverensis, indujeron a la metamorfosis por arriba del 

50%  y solamente tres por arriba del 70% a las larvas de erizo morado. Cabe recordar que en el 

análisis de diversidad de géneros bacterianos, la diversidad bacteriana entre ambos sustratos fue 

más similar entre ellos, que en relación con el resto de los sustratos; además los géneros Vibrios 

y Pseudoalteromonas fueron de los mas caracteristicos para ambos sustratos, por lo tanto es 

posible que ambos géneros juegen un papel importante para la generación de señales ambientales 

para la selección de los sustratos adecuados por parte de las larvas para iniciar el proceso de la 

metarmofosis. 

 Algunos estudios han revelado que las comunidades bacterianas asociadas a 

invertebrados marinos son específicas, es decir mantienen un cierto grupo de bacterias que 

producen ciertos tipos de señales ambientales para inducir a diversos tipos de larvas y así 

asegurar su supervivencia (Lau et al. 2005; Dworjanyn y Pirozzi, 2008). Esto fue observado por 

Díaz-Pérez (2006), en donde larvas competentes de erizo blanco Lytechinus pictus 

metamorfosearon por arriba del 85% en películas bacterianas generadas en presencia de sus 

congéneres adultos a diferencia de biopelículas generadas en diferentes condiciones; además este 

autor observó que la composición de géneros bacterianos fue diferente a lo que se presentó en el 

resto de las biopelículas, concluyendo que es necesario que las biopelículas tengan ciertas 

características en cuanto a la composición de géneros bacterianos. Así mismo, Qian y 

colaboradores (2003), mostraron que cambios en la composición de géneros en las comunidades 

bacterianas disminuían el porcentaje de metamorfosis de larvas de Balanus amphitrite. De esta 
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manera, con base en los resultados obtenidos es muy probable que a pesar de que existe una 

variación espacio-temporal de géneros bacterianos en la localidad de Punta Baja, los géneros 

Vibrio y Pseudoalteromonas siempre estuvieron presentes en el epitelio de S. purpuratus y la 

superficie del alga C. vancouverensis en todas las temporadas y zonas del intermareal, resulta 

posible que estos géneros sean parte fundamental de las comunidades bacterias e importantes 

para la generación de señales ambientales para el asentamiento y metamorfosis de las larvas de S. 

purpuratus en el intermaeal rocoso. 

2.4.4 Conclusiones 

 Las comunidades bacterianas heterótrofas cultivables asociadas a organismos en el 

intermareal rocoso, variaron espacial y temporalmente (para cada una de las localidades por 

separado) en cuanto a su composición de géneros bacterianos y en sus características 

metabólicas. Por lo tanto no se encontró que existiera una correlación entre las diferentes zonas 

del intermareal y transectos. Los géneros bacterianos Vibrio y Pseudoalteromas fueron los más 

abundantes en las dos localidades de muestreo y se encontraron principalmente asociados a 

erizos adultos morados (S. purpuratus) y al alga coralina C. vancouverensis.  

 Así mismo, encontramos que existe una variación temporal en la composición de géneros 

bacterianos en los diferentes sustratos entre las localidades de Punta Baja y Playa Esmeralda, 

dicha variación es posible que se deba a las condiciones oceanográficas de la región. La 

localidad de Playa Esmeralda, es una zona de transición entre aguas templadas y subtropicales 

con escasos eventos de surgencias, y menor aporte hacia la superficie de agua fría rica en 

nutrientes. Por otro lado, la localidad de Punta Baja es una región con predominancia de agua 

templada y fuertes eventos de surgencias, los cuales llevan a la superficie agua fría y rica en 

nutrientes. De esta manera, es muy probable que debido a las condiciones oceanográficas en 

Punta Baja y la alta productividad que existe en esta región, fue el lugar en donde se encontraron 

una mayor cantidad de géneros bacterianos; sin embargo, estudios con métodos independientes a 

el crecimiento en cultivo de cepas bacterianas, serán necesarios para llevar a cabo una 

caracterización completa de las localidades y tener una mejor idea sobre la diversidad y 

variabilidad de las comunidades bacterianas asociada a los organismos en el intermareal rocoso. 
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 Por otro lado, encontramos que las bacterias aisladas a partir de S. purpuratus y C. 

vancouverensis tuvieron la capacidad de inducir a la metamorfosis por arriba del 60%, a larvas 

competentes de la especie; así mismo estudios anteriores han reportado la importancia de estos 

géneros para la generación de señales ambientales inductores de la metamorfosis en larvas de S. 

purpuratus (Negri et al. 2001; Huang et al. 2007; Santiago-González, 2008). Por lo anterior, es 

posible que estos géneros sean una parte importante en cuanto a la composición y estructura de 

las comunidades bacterianas asociadas a S. purpuratus, involucradas en la generación de 

compuestos para la selección de sustratos adecuados para el asentamiento y metamorfosis de 

larvas competentes del erizo morado, y así favorecer su desarrollo y supervivencia en el 

intermareal rocoso.  
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Capítulo 3: Efecto del estrés térmico en estadios larvales tardios en dos 

especies de erizo Strongylocentrotus spp.: Límite de tolerancia térmica, retraso de la 

metamorfosis y supervivencia post-metamórfica 

 

3.1. Introducción 

El erizo rojo Strongylocentrotus franciscanus y el erizo morado Strongylocentrotus 

purpuratus habitan en aguas templadas del Pacífico norte con una distribución que va desde 

Alaska hasta la isla de Cedros en Baja California, México (Kato y Schroeter, 1985). El ciclo de 

vida de ambas especies es el mismo, este se caracteriza por presentar una fase planctónica y una 

fase bentónica. La fase plantónica involucra una sucesión de estadios larvales hasta llegar a la 

etapa de larva competente; durante este etapa la larva desarrolla una estructura denominada 

rudimento larval que le permitirá transformarse en un erizo juvenil mediante el proceso de 

metarmofosis, el cuál es fundamental en su ciclo de vida y requiere de ciertos estimulos 

ambientales ya sean físicos o químicos para que se lleve a cabo. La fase bentónica involucra el 

desarrollo de los erizos juveniles en adultos hasta su reproducción.  

El erizo rojo (S. franciscanus) habita en la zona submareal entre 3 y 50 metros de 

profundidad en temperaturas promedio de 14 a 18°C, en donde experimenta cambios de 

temperatura moderados (<10°C), mientras que el erizo morado (S. purpuratus) habita en la zona 

somera del submareal e intermareal rocoso y por lo tanto puede llegar a experimentar cambios de 

temperatura extremas (>10°C) (Palleiro-Nayar et al. 2008). Son organismos ectotérmicos y por 

lo tanto, su temperatura corporal varía de acuerdo a la temperatura de su entorno. Se sabe que la 

temperatura es uno de los factores ambientales más importantes, ya que juega un papel central en 

el desarrollo, la supervivencia y la distribución de los organismos en el ecosistema; la variación 

de la temperatura en el océano puede ocasionar problemas fisiológicos para los organismos 

(Helmuth et al. 2006; Kuo y Sanford, 2009), principalmente en la zona intermareal en donde 

puede ser muy rápida y en algunos casos extrema cuando baja la marea.  

Diversos estudios han mostrado la importancia de la temperatura durante el desarrollo 

embrionario y larval, el asentamiento, la metamorfosis y la supervivencia de larvas de diferentes 
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invertebrados marinos (Putnam et al. 2008; Saunders y Metaxas, 2009; Parker et al. 2009). 

Rhaman et al. (2009) reportaron que en el erizo de mar Tripneustes gratilla, temperaturas por 

debajo de 22°C y por arriba de 29°C tuvieron efectos en la supervivencia y provocaron 

anormalidades en el desarrollo embrionario y larval en estadios tempranos a diferentes tiempos 

de incubación. A pesar de los estudios realizados acerca del efecto de la temperatura durante el 

desarrollo y la supervivencia en larvas y adultos de invertebrados marinos (Bassim y Sammarco, 

2003; Randall y Szmant, 2009), en particular en equinodermos (Johnson y Babcock, 1994, 

González-Lozano, 2010), poco se sabe acerca de los efectos de temperaturas altas durante el 

asentamiento y el inicio de la metamorfosis. Chen y Chen (1992) demostraron que larvas de 

galleta de mar Arachnoides placenta mantenidas en un rango de temperaturas entre 28 y 34°C, 

provocaban una disminución en el porcentaje de metamorfosis.  

La metamorfosis es un proceso clave durante el ciclo de vida de muchos invertebrados 

marinos, es un cambio de la forma de vida larval pelágica a juvenil/adulto en el bentos, y por lo 

tanto resulta en un cambio morfogenético y de comportamiento. Este proceso es desencadenado 

por medio de claves ambientales que pueden ser de origen químico o físico asociado al hábitat de 

los adultos. También se ha reportado que películas bacterianas asociadas a las superficies 

marinas juegan un papel esencial en la generación de compuestos inductores de la metamorfosis 

(Lau, y Qian, 2001; Díaz-Pérez, 2006; Chiu et al. 2007). Se ha documentado que la respuesta a 

películas bacterianas es especie-específica es decir, las larvas tienen la capacidad de discriminar 

y responder a ciertas claves ambientales asociadas a bacterias en los sustratos apropiados para 

sobrevivir y desarrollarse (Elkin y Marshall, 2007). De esta manera, el incremento de la 

temperatura durante la metamorfosis, puede tener consecuencias ecológicas desfavorables al 

momento de la detección de la clave ambiental y en la selección de los sustratos adecuados para 

desarrollarse (Gebauer et al. 2003). Debido a que ambas especies de erizo (S. franciscanus y S. 

purpuratus) habitan en ambientes térmicamente diferentes, el objetivo del presente estudio es 

determinar la tolerancia térmica de ambas especies en estadios larvales tardios y durante el 

proceso de la metamorfosis en incrementos de temperaturas como las que se experimentan en su 

ambiente, así como en temperaturas extremas que lleven al límite a las larvas. Con la finalidad de 

determinar cuál es el umbral de tolerancia térmica de ambas especies y cómo puede afectar su 

funcionamiento fisiológico.  
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El realizar éstos estudios durante las fases larvales tardias y el inicio de la metamorfosis, 

es debido a que éstas fases de desarrollo son claves durante el ciclo de vida de ambas especies de 

erizo, ya que representan el cambio de la fase de vida larval pelágica, a la fase de vida bentónica 

como juvenil y adulto.  

3.2.- Metodología 

3.2.1. Colecta de organismos y cultivo de larvas 

Erizos morados adultos (S. purpuratus) fueron colectados de la zona intermareal en Punta 

Baja (29° 56’ 58.29” N, 115° 48’ 42.65” W) y Bajamar (32° 00’ 51.32” N, 116° 52’ 27.23” W). 

Los erizos rojos (S. franciscanus) fueron colectados a 20 metros de profundidad en la Bahía 

Todos Santos (31°48’06.65”N, 116°46’37.26”W) en Ensenada, Baja California, México. Los 

erizos fueron transportados en hieleras con un sustrato húmedo al laboratorio de Ecología y 

Biología del Desarrollo del Instituto de Investigaciones Oceanológicas (IIO), donde fueron 

mantenidos a temperatura de 15°C en acuarios de 70 litros con flujo continuo de agua de mar  

hasta su utilización. La obtención de los gametos se realizó de acuerdo al método descrito por 

Strathmann (1987) aplicando una inyección de 0.5ml de KCl (0.53M) en la cavidad del celoma 

de los organismos, el cual se ha visto que induce al desove a ciertos grupos de invertebrados, asi 

como también se ha visto que es un buen inductor a la metarmorfosis en larvas de erizo.  

La producción y mantenimiento de larvas se realizó de acuerdo al método descrito por 

Carpizo-Ituarte et al. (2002). Los óvulos fertilizados se mantuvieron en cubetas de 20 L con agua 

de mar filtrada (a 1 µm) hasta el estadio larvario de prisma. El desarrollo larval se llevó a cabo 

en tanques cónicos de 45 litros a una densidad de 3 larvas/ml con aireación continua, y fueron 

alimentadas diariamente con la microalga Rhodomonas sp. (concentración de 17,000 células/ml) 

hasta que las larvas alcanzaron el estadio de competencia. Se consideraron larvas competentes 

cuando el rudimento era claramente visible ocupando la región derecha del cuerpo larval y, por 

la presencia de pies ambulacrales bien diferenciados. El estadio de competencia  se alcanzó a los 

23 días de desarrollo a partir de la fertilización, a una temperatura controlada entre 15 – 17 °C 

para el erizo morado y entre 23–25 dias a una temperatura controlada entre 12 - 15°C para erizo 

rojo. 
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3.2.2 Ensayos experimentales para erizo morado Strongylocentrotus purpuratus 

3.2.2.1. Límite de tolerancia térmica en estadios tardíos de desarrollo 

Larvas precompetentes de ocho brazos de 18 días de edad (experimento 1a) y larvas 

competentes de 23 días de edad (experimento 1b) fueron expuestas a diferentes tratamientos 

experimentales de choque térmico (15, 19, 24, 27 y 31°C). En cada tratamiento se colocaron de 

20 a 30 larvas precompetentes de ocho brazos y competentes en 5ml de agua de mar filtrada a 5 

y 1µm y pasada por luz ultravioleta (de ahora en adelante se nombrará como AMF) por réplica. 

Todos los tratamientos se realizaron por triplicado en cajas de seis pozos Falcon. El tratamiento 

de 15°C fue considerado como control en todos los experimentos debido a que todo el desarrollo 

larval se mantuvo cercano a esta temperatura. El porcentaje de supervivencia se determinó 

transcurridas 1, 2, 4, 6 y 24 horas. El objetivo de estos experimentos es determinar el límite de 

tolerancia térmica en dos de los estadios larvales tardios. 

 

3.2.2.2. Estrés térmico e inducción a la metamorfosis con biopelículas y KCl 

Experimento 2a: Larvas competentes fueron sometidas a estrés térmico durante 30 minutos a 

diferentes tratamientos experimentales (15, 20, 24, 28 y 31°C). Posterior al estrés, de 20 a 25 

larvas se colocaron en 5ml de AMF por réplica y fueron inducidas a la metamorfosis mediante la 

adición de KCl (100mM durante 15 minutos). La solución de KCl fue sustituida por AMF 

después de 15 minutos para evitar efectos tóxicos por una exposición prolongada. Se realizaron 

seis réplicas por tratamiento. En este experimento se pretende determinar el posible efecto del 

estrés térmico durante el incio de la metamorfosis con un inductor artificial como el KCl. 

 

Experimento 2b: Se aclimataron larvas competentes durante 30 minutos a 20°C y 

posteriormente fueron expuestas a estrés térmico durante 30 minutos a diferentes tratamientos 

experimentales (15, 20, 24, 28 y 32°C). Posterior al estrés, 30 larvas competentes fueron puestas 

en contacto con biopelículas en 5ml de AMF por réplica para la inducción a la metamorfosis. Las 

biopelículas se generaron previamente a la realización del experimento, el cual consistió en 
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sumergir cajas de seis pozos en acuarios con presencia de erizos morados adultos durante 10 

días. Cada tratamiento se realizó por triplicado. En este experimento se pretende determinar si la 

aclimatación previa le confiere una mayor termotolerancia a la larva para inciar el proceso de la 

metamorfosis, asi como el posible efecto del estrés térmico durante el incio de la metamorfosis 

con un inductor natural como las películas bacterianas. 

 

Experimento 2c: De 20 a 25 larvas competentes por pozo, se sometieron a tratamientos de estrés 

térmico de 15, 20, 24, 26 y 28°C durante cuatro horas. Posterior al estrés, las larvas fueron 

inducidas a la metamorfosis mediante la adición de KCl (100mM durante 15 minutos). Se 

realizaron cuatro replicas por tratamiento. 

Experimento 2d: Se utilizaron dos lotes de larvas (20 a 25 larvas por pozo), las cuales se 

sometieron a tratamientos de 15, 20, 24 y 28°C; solamente se utilizó un lote para inducir a las 

larvas a la metamorfosis, debido a que el otro lote sirvió como control para determinar si la 

temperatura per se estimulaba la metamorfosis. Las larvas fueron inducidas a la metamorfosis 

mediante KCl (de la misma manera que en el experimento 2a).  

En todos los experimentos se incluyó un control positivo que consistió en la inducción a 

metamorfosis con KCl a 100 mM durante 15 minutos de acuerdo con lo descrito por Carpizo 

Ituarte et al. (2002), y un control negativo en donde las larvas permanecieron durante todo el 

periodo experimental en AMF esterilizada. El porcentaje de metamorfosis se evaluó a las 12 y 24 

horas para los experimentos 2a, 2b y 2d, mientras que para el experimento 2c se evaluó a las seis 

y 30 horas y posteriormente a los seis días después de la inducción a la metamorfosis; también se 

evaluó el porcentaje de metamorfosis incompleta, el porcentaje de supervivencia de larvas que 

iniciaron la metamorfosis y el porcentaje de supervivencia de larvas totales para todos los 

experimentos.  

3.2.3 Ensayos experimentales para erizo rojo Strongylocentrotus franciscanus 

3.2.3.1. Límite de tolerancia térmica en estadio competente 

Experimento 3a: Larvas competentes de 23 días de edad fueron expuestas a diferentes 

tratamientos experimentales de choque térmico (12, 20, 23, 26 y 30°C). Se colocaron de 20 a 30 
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larvas competentes por pozo en 5ml de AMF. Todos los tratamientos se realizaron por triplicado. 

El tratamiento de 12°C fue considerado como control en todos los experimentos, ya que fue a la 

temperatura a la que se llevó a cabo el desarrollo larval. El porcentaje de supervivencia se 

determinó transcurridas 0.5, 1, 2, 4, 6, 13, 29, 53, 80 y 103 horas. El objetivo del experimento es 

determinar el límite de tolerancia térmica en estadio de larva competente. 

 

3.2.3.2. Efecto del estrés térmico durante la metamorfosis 

 

Experimento 3b: De 20 a 25 larvas competentes por pozos con 5ml de AMF fueron aclimatadas 

a 20 y 23°C por separado durante 24 horas. Posterior a la aclimatación, las larvas que se 

aclimataron a 20°C, fueron sometidas a condiciones de estrés térmico de 12, 23, 26 y 29°C; 

mientras que las larvas que fueron aclimatadas a 23°C se sometieron a 12, 26 y 29°C durante 2 

horas. Despues del estrés térmico, las larvas fueron inducidas a la metamorfosis mediante la 

adición de KCl (100mM durante 15 minutos). La solución de KCl fue sustituida por AMF 

después de 15 minutos para evitar efectos tóxicos por una exposición prolongada. Se realizaron 3 

réplicas por tratamiento. En este experimento se pretende determinar si la aclimatación previa le 

confiere una mayor termotolerancia a la larva para inciar el proceso de la metamorfosis, asi como 

el posible efecto del estrés térmico durante el incio de la metamorfosis con un inductor artificial 

como el KCl. 

En experimentos posteriores, de 20 a 30 larvas competentes por pozo fueron sometidas a 

tratamientos de estrés térmico durante cuatro y seis horas (experimento 3c y 3d, 

respectivamente) a diferentes tratamientos experimentales (15, 20, 24, 26 y 28°C). Las larvas 

fueron inducidas a la metamorfosis mediante KCl (de la misma manera que el experimento 

anterior). Se realizaron cuatro réplicas por tratamiento para el experimento 3c y tres réplicas para 

el experimento 3d. Con estos experimentos se pretende determinar el posible efecto del estrés 

térmico durante el incio de la metamorfosis con un inductor artificial como el KCl en diferentes 

tiempos de exposicion. En los tres experimentos se incluyó un control positivo que consistió en 

la inducción a metamorfosis con KCl a 100mM durante 15 minutos, y un control negativo en 

donde las larvas permanecieron en AMF estéril durante todo el periodo experimental.  
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Se estimó el porcentaje de metamorfosis a las 12 y 24 horas en el experimento 3b, a las 6 

horas en el experimento 3c y a las 12 horas y 6 días en el experimento 3d después de la 

inducción a la metamorfosis. También se evaluó el porcentaje de metamorfosis incompleta, el 

porcentaje de supervivencia de larvas que iniciaron la metamorfosis y el porcentaje de 

supervivencia de larvas totales utilizadas en los experimentos. En todos los experimentos de 

inducción a metamorfosis, las larvas se consideraron metamorfoseadas cuando ya no había 

evidencia del cuerpo larval, la postlarva se desplazaba en el fondo del recipiente y fueron 

evidentes las espinas juveniles del organismo (Fig. 54a). Se consideró metamorfosis incompleta 

cuando transcurridas 12 ó 24 horas, todavía era evidente la presencia del cuerpo larval y las 

espinas juveniles pero sin estar desplegadas en su totalidad (Fig. 54b). El porcentaje de 

metamorfosis incompleta se determinó de acuerdo a la siguiente fórmula: 

 

% 𝑀𝑒𝑡𝑎𝑚𝑜𝑟𝑓𝑜𝑠𝑖𝑠 𝑖𝑛𝑐𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑡𝑎 =  
𝑁ú𝑚𝑒𝑟𝑜 𝑑𝑒 𝑙𝑎𝑟𝑣𝑎𝑠 𝑞𝑢𝑒 𝑝𝑟𝑒𝑠𝑒𝑛𝑡𝑎𝑛 𝑚𝑒𝑡𝑎𝑚𝑜𝑟𝑓𝑜𝑠𝑖𝑠 𝑖𝑛𝑐𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑡𝑎 𝑥 100 (%)

𝑁ú𝑚𝑒𝑟𝑜 𝑑𝑒 𝑙𝑎𝑟𝑣𝑎𝑠 𝑞𝑢𝑒 𝑖𝑛𝑖𝑐𝑖𝑎𝑟𝑜𝑛 𝑙𝑎 𝑚𝑒𝑡𝑎𝑚𝑜𝑟𝑓𝑜𝑠𝑖𝑠  

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 54. Postlarva de erizo morado Strongylocentrotus purpuratus recién metamorfoseada (a), y lo que fue 
considerado como metamorfosis incompleta (b). La fotografía en b es de S. franciscanus ya que las características en 
este nivel del desarrollo resultan comparables para ambas especies de erizo. 

 

a) b) 
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3.2.4 Análisis estadístico 

El análisis estadístico se realizó mediante el uso del software SigmaStat 3.5 (SigmaPlot 

11). A los datos en porcentaje se les realizó la transformación arcoseno previo a los análisis 

estadísticos. Se aplicó la prueba de Shapiro-Wilk para determinar normalidad y se determinó la 

homogeneidad de varianzas; los datos que no fueron normales y/o no presentaron homogeneidad 

de varianzas se les aplicaron pruebas no paramétricas. Los análisis estadísticos se realizaron 

mediante un análisis de varianza de 1-vía (ANOVA) y un análisis de varianza por rangos de 

Kruskal-Wallis. Se utilizaron las pruebas de Fisher LSD (Least Significant Difference), Student-

Newman-Keuls (SNK) y Mann-Witney como pruebas a posteriori para establecer diferencias 

entre los tratamientos. Se consideraron diferencias significativas cuando P < 0.05 con un nivel de 

confianza del 95%. 
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3.3.  Resultados 

3.3.1 Ensayos en Strongylocentrotus purpuratus (erizo morado) 

3.3.1.1. Límite de tolerancia térmica en estadios tardíos de desarrollo 

Larvas precompetentes de ocho brazos (experimento 1a) mostraron una supervivencia 

entre 90 y 100% para los tratamientos de 15, 19 y 23°C durante todo el periodo experimental (P 

> 0.05) (Fig. 55a). Para el tratamiento de 27°C, la supervivencia fue mayor del 90% en las 

primeras seis horas, posteriormente disminuyó a 83, 65 y 0% (8, 10 y 24 horas, respectivamente). 

En el tratamiento de 31°C la supervivencia fue del 0% a las dos horas de evaluación (Fig. 55a). 

El análisis de varianza por rangos de Kruskal-Wallis mostró que existieron diferencias 

significativas entre los tratamientos (H=111.776, gl=39 (grados de libertad), P= <0.001), siendo 

los de 27 y 31°C los que presentaron diferencias significativas con el resto de los tratamientos 

(Fig. 55a).  

La supervivencia de larvas en estadio competente (experimento 1b) fue del 100% para los 

tratamientos de 15, 19 y 23°C durante todo el experimento (Fig. 55b). Para el tratamiento de 

27°C, la supervivencia fue entre el 90 y el 100% en las primeras 6 horas, muy similar a los 

tratamientos con temperaturas inferiores; pero se redujo a 0 % a las 24 horas (Fig. 55b). El 

tratamiento de 31°C mostró una supervivencia del 100% en las primeras 2 horas y del 0% a las 4 

horas (Fig. 55b). Se encontraron diferencias significativas entre los tratamientos de acuerdo al 

análisis de varianza por rangos de Kruskal-Wallis (H=68.545, gl=24, P= <0.001), en donde los 

tratamientos de 27 y 31°C fueron diferentes al resto de los tratamientos (Fig. 55b). 
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Figura 55.- Efecto de la temperatura en la supervivencia de larvas precompetentes de 8 brazos (a), y larvas 
competentes (b) de erizo morado Strongylocentrotus purpuratus expuestas a diferentes tratamientos de temperatura 
(15, 19, 23, 27 y 31°C)  durante 24 horas. Las líneas verticales indican el error estándar.El tralapo de los simbolos 
representa el mismo porcentaje de supervivencia. 

 

 

(b) 

(a) 



 

112 

 

3.3.1.2 Estrés térmico e inducción a la metamorfosis con KCl y biopelículas (retraso de la 

metamorfosis) 

 3.3.1.2.1 Experimento 2a: Estrés térmico 30 minutos e inducción a la metamorfosis con KCl 

El efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis en S. purpuratus fue evaluado 

a las 12 y 24 horas. Se encontraron diferencias significativas entre los tratamientos a las 12 

(ANOVA, F= 24.16, P= <0.001) y 24 horas (ANOVA, F= 16.19, P= <0.001). El porcentaje de 

larvas que iniciaron la metamorfosis observado para los tratamientos de 15, 20 y 24°C fue muy 

similar (de 75 al 85%) a las 12 y 24 horas y no se encontraron diferencias significativas entre 

ellos y tampoco con el control positivo (KCl - 62% de metamorfosis)(LSD P > 0.05)(Fig. 56a).  

Para el tratamiento de 28°C el porcentaje de larvas que iniciaron la metamorfosis fue 

menor del 25% a las 24 horas, el cual resultó significativamente diferente al resto de los 

tratamientos (LSD P < 0.05), con excepción del control negativo en donde no se encontraron 

diferencias (AMF)(Fig. 56a). En el tratamiento de 32°C no se observó metamorfosis. El 

porcentaje de larvas que inciaron la metamorfosis y presentaron metamorfosis incompleta se 

evaluó a las 12 y 24 horas, y mediante un análisis de varianza por rangos de Kruskal-Wallis se 

encontraron diferencias estadísticas significativas entre los tratamientos (H= 11.34, gl= 5, P= 

0.045). En donde se observó que a mayor temperatura se incrementó el número de larvas con 

metamorfosis incompleta, siendo el tratamiento de 28°C el que presentó el porcentaje más alto 

(por arriba del 50%) del total de larvas que iniciaron la metamorfosis (Fig. 56b).  

La supervivencia de larvas que iniciaron la metamorfosis para los tratamientos de 15, 20, 

24°C y KCl fue del 100% al final del experimento; mientras que para el tratamiento de 28°C fue 

del 80% (Fig. 57a), se encontraron diferencias significativas entre los tratamientos con respecto 

al control negativo (Kruskal-Wallis, H= 21.48, gl= 5, P= <0.001). La supervivencia del total de 

larvas (metamorfoseadas y no metamorfoseadas) fue entre el 94 y 100% para todos los 

tratamientos con excepción del tratamiento de 32°C, en donde fue del 50% a las 12 horas y de 

0% a las 24 horas (Fig. 57b), el cual se encontró significativamente diferente con el resto de los 

tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 31.14, gl= 6, P= <0.001).  
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Figura 56.- Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis. (a) Porcentaje de metamorfosis y (b) porcentaje 
de metamorfosis incompleta de larvas competentes de erizo morado S. purpuratus, previamente sometidas a estrés 
térmico a diferentes temperaturas (15, 20, 24, 28 y 32°C) durante 30 minutos. Se incluyó un control positivo (KCl) y 
control negativo (AMF). Evaluación del porcentaje de metamorfosis a las 12 y 24 horas. Las líneas verticales 
indican el error estándar. 
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Figura 57.- Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis. (a) Porcentaje de supervivencia de larvas que 
iniciaron la metamorfosis y (b) porcentaje de supervivencia total (metamorfoseadas y no metamorfoseadas) de erizo 
morado S. purpuratus, previamente sometidas a estrés térmico a diferentes temperaturas (15, 20, 24, 28 y 32°C) 
durante 30 minutos. Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo (AMF). Evaluación del porcentaje de 
metamorfosis a las 12 y 24 horas. Las líneas verticales indican el error estándar. 
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 3.3.1.2.2 Experimento 2b: Aclimatación de  larvas, estrés térmico por 30 minutos e inducción a 

metamorfosis con biopelículas 

 Mediante un análisis de varianza de 1-vía se encontraron diferencias significativas entre 

los tratamientos (F= 54.7, P= <0.001). El porcentaje de metamorfosis observado para los 

tratamientos de 15, 20, 24°C y KCl a las 12 y 24 horas fue entre el 66 y el 79% (Fig. 58a); no se 

encontraron diferencias significativas entre ellos (SNK P > 0.05). Para el tratamiento de 28°C el 

porcentaje de metamorfosis fue cercano al 50% a las 24 horas, el cual resultó significativamente 

diferente del resto de los tratamientos (SNK P < 0.05). No se observó metamorfosis en el 

tratamiento de 32°C (Fig. 58a). Para el porcentaje de larvas que presentaron metamorfosis 

incompleta se encontraron diferencias significativas entre los tratamientos a las 12h  (ANOVA, 

F= 10.76, P= <0.001) y 24 h (ANOVA, F= 8.02, P= 0.002).  

 Las larvas en los tratamientos de 28°C y KCl presentaron un porcentaje de metamorfosis 

incompleta entre 35 y 56%, los cuales fueron significativamente diferentes a los tratamientos de 

15, 20 y 24°C (metamorfosis incompleta entre 19 y 33%) (LSD P < 0.05)(Fig. 58b). Al igual que 

a lo encontrado en el experimento 2a, la tendencia observada fue que a mayor temperatura se 

incrementó el número de larvas con metamorfosis incompleta. En cuanto a la supervivencia de 

larvas que iniciaron la metamorfosis se encontraron diferencias significativas a las 12h de 

evaluación (ANOVA, F= 87.72, P= <0.001) y 24 horas (ANOVA, F= 40.24, P= <0.001). El 

porcentaje de supervivencia de larvas que iniciaron la metamorfosis para los tratamientos de 15, 

20 y 24°C fue entre el 65 y el 75% a las 12 horas (Fig. 59a), los cuales fueron estadísticamente 

diferentes con el tratamiento de 28°C y el control negativo (LSD P <0.05). A las 24 horas los 

tratamientos fueron significativamente diferentes con respecto a los dos controles (LSD P= 

<0.05). La supervivencia de larvas totales (metamorfoseadas y no metamorfoseadas) fue entre el 

99 y 63% al final del experimento en todos los tratamientos, encontrándose diferencias 

estadísticas significativas entre los tratamientos (ANOVA 1-vía, F= 24.61, P= <0.001, LSD P= 

<0.05); con excepción del tratamiento de 32°C en donde la supervivencia fue del 0% en todo el 

periodo experimental (Fig. 59b). 
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Figura 58. Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis en larvas competentes de erizo morado con 
aclimatación de 30min a 20°C. (a) Porcentaje de metamorfosis y (b) porcentaje de larvas con metamorfosis 
incompleta de larvas sometidas a estrés térmico durante 30 minutos e inducidas a la metamorfosis con biopelículas 
de 10 días de formación. Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo (AMF). Evaluación de 
metamorfosis a las 12 y 24 horas después de la inducción a la metamorfosis.  Las líneas verticales indican el error 
estándar. 
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Figura 59.- Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis. (a) porcentaje de supervivencia de larvas que 
iniciaron la metamorfosis y (b) porcentaje de supervivencia total (metamorfoseadas y no metamorfoseadas) de erizo 
morado S. purpuratus, previamente aclimatadas a 20°C durante 30 minutos y posteriormente sometidas a estrés 
térmico a diferentes temperaturas (15, 20, 24, 28 y 32°C) durante 30 minutos. Se incluyó un control positivo (KCl) y 
control negativo (AMF). Evaluación del porcentaje de metamorfosis a las 12 y 24 horas. Las líneas verticales 
indican el error estándar. 
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3.3.1.2.3 Experimento 2c: Estrés térmico durante 4 horas e inducción a metamorfosis con KCl 

 Se observó una disminución en el porcentaje de larvas que iniciaron la metamorfosis a 

medida que aumentó la temperatura durante todo el periodo experimental( Fig. 60a), 

encontrandose diferencias estadísticas significativas a las 6 horas (Kruskal-Wallis, H= 22.96, gl= 

6, P= <0.001), a las 30 horas (Kruskal-Wallis, H= 21.56, gl= 6, P= 0.001) y a los 6 días de 

evaluación (ANOVA 1-vía, F= 27.82, P= <0.001). Se observó un porcentaje de metamorfosis 

entre el 70 y el 100% para todos los tratamientos, excepto para el tratamiento de 28°C y AMF 

(Fig. 60a), los cuales fueron significativamente diferentes con el resto de los tratamientos en 

todas las evaluaciones (SNK <0.05, LSD <0.05). 

  Se observó también que la metamorfosis incompleta fue mayor en las primeras 6 horas 

de evaluación (65%) en el tratamiento de 26°C (Fig.60b), siendo estadísticamente diferente con 

el resto de los tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 19.73, gl= 6, P= 0.003). A las 30 horas se 

encontró algo muy similar a lo observado a las 6 horas encontrandose diferencias significativas 

de los tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 22.47, gl= 6, P= <0.001), con respecto a los 

tratamientos de 26°C (40%) y AMF (5%)(SNK <0.05). A los 6 días de evaluación no se 

encontraron diferencias entre los tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 10.79, gl= 6, P= 0.095) 

(Fig.60b). 
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Figura 60. Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis. (a) Porcentaje de metamorfosis y (b) porcentaje 
de larvas con metamorfosis incompleta de larvas sometidas a estrés térmico durante 4 horas e inducidas a la 
metamorfosis con KCl (15minutos). Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo (AMF). Evaluación de 
metamorfosis a las 6 y 30 horas y a los 6 días después de la inducción a la metamorfosis.  Las líneas verticales 
indican el error estándar. 
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 De las larvas que iniciaron la metamorfosis alrededor del 95% continuaron vivas en las 

primeras 6 y 30 horas de evaluación (Fig.61a), encontrándose diferencias estadísticas 

significativas con respecto a los tratamientos de 28°C y AMF a las 6 horas (Kruskal-Wallis, H= 

26.42, gl= 6, P= 0.001) y a las 30 horas (Kruskal-Wallis, H= 23.31, gl= 6, P= 0.001).  

 A los 6 días de evaluación los tratamientos de 15, 20, 24°C y KCl tuvieron un porcentaje 

de supervivencia entre 50 y 70%, siendo significativamente diferentes con los tratamientos de 

26, 28°C y AMF (20, 5 y 20%, respectivamente) (Kruskal-Wallis, H= 21.23, gl= 6, P= 0.002) 

(Fig. 61a). La supervivencia larval total (metamorfoseadas y no metamorfoseadas) fue entre el 

80 y 100% (Fig.61b), en las primeras 6 y 30 horas de evaluación con excepción del tratamiento 

de 28°C el cual fue significativamente diferente del resto de los tratamientos (Kruskal-Wallis, 

H= 21.68, gl= 6, P= 0.001, SNK <0.05).  

 A los 6 días de evaluación la supervivencia disminuyó en todos los tratamientos 

(Fig.61b), teniendo un porcentaje entre el 50 y 70% de supervivencia larval, con excepción de 

los tratamientos de 26 y 28°C en donde se observó un porcentaje de 20 y 2%, respectivamente 

(Fig.61b), siendo estadísticamente diferentes con respecto a los demás tratamientos (ANOVA 1-

via, F= 7.709, P= <0.001, LSD P= <0.05). 
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Figura 61.- Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis. (a) Porcentaje de supervivencia de larvas que 
iniciaron la metamorfosis y (b) porcentaje de supervivencia total (metamorfoseadas y no metamorfoseadas) de erizo 
morado S. purpuratus, previamente sometidas a estrés térmico a diferentes temperaturas (15, 20, 24, 26 y 28°C) 
durante 4 horas. Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo (AMF). Evaluación del porcentaje de 
metamorfosis a las 6 y 30 horas y a los 6 días. Las líneas verticales indican el error estándar. 
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3.3.1.2.4 Experimento 2d: Estrés térmico 6 horas e inducción a la metamorfosis con KCl 

 Durante este experimento se continuó observando que a medida que aumentó la 

temperatura disminuyó el porcentaje de metamorfosis (Fig.62a), encontrandose diferencias 

estadísticas significativas entre los tratamientos a las 12 horas (ANOVA 1-vía, F=16.38, P= 

<0.001) y a las 24 horas (Kruskal-Wallis, H= 25.82, gl= 9, P= 0.002). El porcentaje de 

metamorfosis de los tratamientos de 15, 20 y 24°C (60, 40 y 50%, respectivamente) con 

inducción de KCl y evaluado a las 24 horas presentó diferencias estadísticas con el tratamiento 

de 28°C (20% de metamorfosis) (LSD P= <0.05); así como con todos los tratamientos que no 

fueron inducidos a la metamorfosis, en donde se observó un porcentaje de metamorfosis entre el 

10 y el 15% (Fig.62a). Para esta especie de erizo fue evidente que la temperatura por sí misma no 

tuvo un efecto inductor. En cuanto a la metamorfosis incompleta, no se encontraron diferencias 

estadísticas entre los tratamientos a las 12 horas (Kruskal-Wallis, H= 8.76, gl= 9, P= 0.459) y a 

las 24 horas (Kruskal-Wallis, H= 12.79, gl= 9, P= 0.172)(Fig.62b), ni tampoco se observó la 

tendencia en los experimentos anteriores en donde el porcentaje de metamorfosis incompleta se 

incrementaba a medida que se incrementó la temperatura, esto se debe a que la supervivencia de 

las larvas que iniciaron la metamorfosis fue de menos del 10% para el tratamiento de 28°C, el 

cual fue estadísticamente diferente con el resto de los tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 25.49, 

gl= 9, P= 0.002)(Fig. 63a). La supervivencia de larvas que iniciaron la metamorfosis para el 

resto de los tratamientos fue entre 60 y 80% para los tratamientos que se indujeron con KCl y 

entre 30 y 100% para los tratamientos que no se indujeron con KCl al final del experimento (Fig. 

63a). Finalmente, la supervivencia total de larvas a las 12 horas de evaluación fue entre el 60 y 

80% para los tratamientos con inducción con KCl, mientras que la supervivencia de los 

tratamientos sin inducción fue entre el 80 y 90% (Fig. 63b), a excepción de los tratamientos de 

28°C, para el cual fue del 10% para el tratamiento con inducción con KCl y del 0% para el 

tratamiento sin inducción, los cuales fueron estadísticamente diferentes con el resto de los 

tratamientos (ANOVA 1-via, F= 16.10, P= <0.001, SNK= <0.05). A las 24 horas el porcentaje de 

supervivencia observado fue entre el 40 y 60% para los tratamientos con inducción con KCl, a 

excepción del tratamiento de 28°C, el cual fue del 0%. Para los tratamientos sin inducción la 

supervivencia fue entre el 60 y 85% a excepción del tratamiento de 24°C el cual fue menos del 

10% a las 24 horas (Fig. 63b). 
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Figura 62. Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis. (a) Porcentaje de metamorfosis y (b) porcentaje 
de larvas con metamorfosis incompleta de larvas de erizo morado sometidas a estrés térmico durante 6 horas e 
inducidas a la metamorfosis con KCl (15minutos). Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo (AMF). 
Evaluación de metamorfosis a las 12 y 24 horas después de la inducción a la metamorfosis.  Las líneas verticales 
indican el error estándar. 
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Figura 63.- Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis en larvas de erizo morado S. purpuratus. (a) 
porcentaje de supervivencia de larvas que iniciaron la metamorfosis y (b) porcentaje de supervivencia total 
(metamorfoseadas y no metamorfoseadas) sometidas a estrés térmico a diferentes temperaturas (15, 20, 24 y 28°C) 
durante 6 horas e inducidas a la metamorfosis con KCl. Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo 
(AMF). Evaluación del porcentaje de metamorfosis a las 12 y 24 horas. Las líneas verticales indican el error 
estándar. 
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3.3.2 Ensayos con Strongylocentrotus franciscanus (erizo rojo) 

3.3.2.1 Experimento 3a: Límite de tolerancia térmica en estadio de larva competente 

 Se observó que la temperatura óptima en donde se registró el 95% de supervivencia de 

las larvas competentes de S. franciscanus, durante todo el periodo experimental fue entre los 12 

y 24°C (Fig. 64); temperaturas por arriba de este rango afectaron la supervivencia de las larvas 

en un tiempo estimado de alrededor de 53 horas a 27°C, en donde la supervivencia se redujo 

aproximadamente al 40% y a las 80 horas fue del 0%. A temperaturas extremas de 31°C la 

supervivencia fue del 0% a las 13 horas (Fig. 64). Se detectaron diferencias significativas entre 

los tratamientos a las 4 horas de evaluación (ANOVA 1-via, F= 18.73, P= <0.001), siendo el 

tratamiento de 31°C en el que se presentaron diferencias significativas con el resto de los 

tratamientos (SNK= <0.05) (Fig. 64). También se encontraron diferencias significativas entre los 

tratamientos a las 53 horas de evaluación (Kruskal-Wallis, H= 12.16, gl= 4, P= 0.016), en donde 

los valores obtenidos en el tratamiento de 27°C fueron diferentes significativmente con el resto 

de los tratamientos (SNK= <0.05). El resto de las evaluaciones no presentaron diferencias 

significativas entre los tratamientos. 
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Figura 64.Limite de tolerancia térmica de larvas competentes de erizo rojo (S. franciscanus) sujetas a diferentes 
tratamientos térmicos (12, 21, 24, 27 y 31°C) durante 103 horas de exposición. Las líneas verticales indican el error 
estándar. El traslapo de los simbolos representa el mismo porcentaje de supervivencia. 
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3.3.3 Estrés térmico e inducción a la metamorfosis con KCl (retraso de la metamorfosis) 

3.3.3.1 Experimento 3b: Aclimatación de larvas, estrés térmico por 2 horas e inducción a 

metamorfosis con KCl  

 Larvas con aclimatación de 20 y 23°C durante 24 horas mostraron porcentajes de 

metamorfosis entre el 80 y el 90% para los tratamientos de 12, 20, 23 y 26°C (Fig. 65a), los 

cuales fueron estadísticamente diferentes con el tratamiento de 29°C con aclimatación a 20°C, en 

donde se observó un porcentaje del 30% a las 6 horas (ANOVA 1-via, F= 34.06, P= <0.001, 

LSD P= <0.05) y del 55% a las 20 horas, el cual también fue estadísticamente diferente con el 

resto de los tratamientos (ANOVA 1-via, F= 31.56, P= <0.001, LSD P= <0.05)(Fig. 65a). 

En el tratamiento de 29°C con aclimatación de 23°C no se observó metamorfosis durante todo el 

periodo experimental debido a que la supervivencia para este tratamiento fue del 3% a las 6 

horas y del 0% a las 20 horas de evaluación (Fig.65b). No se observó una tendencia de 

incremento de larvas con metamorfosis incompleta a medida que aumentaba la temperatura, los 

valores fueron entre 1 y 5% a las 6 y 20 horas de evaluación para todos los tratamientos (Fig. 

65b), a excepción del tratamiento de 29°C con aclimatación de 20°C, en donde se observó un 

porcentaje de metamorfosis incompleta del 75% (ANOVA 1-via, F= 8.39, P= <0.001, LSD P= 

<0.05) a las 6 horas y del 38% (ANOVA 1-via, F= 6.81, P= <0.001, LSD P= <0.05) a las 20 

horas de evaluación (Fig. 65b). 

  La supervivencia de larvas que iniciaron la metamorfosis fue entre el 90 y el 100% en 

todos los tratamientos a las 6 horas de evaluación (Fig. 66a), encontrándose diferencias 

estadísticas con el tratamiento de 12°C (Kruskal-Wallis, H= 14.60, gl= 7, P= 0.041). A las 20 

horas de evaluación la supervivencia de las postlarvas fue del 100% (Fig.66a) y no se 

encontraron diferencias estadísticas entre los tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 0.00, gl= 7, P= 

1.00). Al final del experimento, la supervivencia larval total (metamorfoseadas y no 

metamorfoseadas) estuvo cercana al 100% a las 6 y 20 horas de evaluación para todos los 

tratamientos a excepción del tratamiento de 29°C con aclimatación de 23°C, mencionado 

anteriormente, en el cual fue del 3% a las 6 horas y 0% a las 20 horas (Fig. 66b).  
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Figura 65. Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis en larvas competentes de erizo rojo S. 
franciscanus con aclimatación de 24 horas a 20 y 23°C por separado. (a) porcentaje de larvas que iniciaron la 
metamorfosis y (b) porcentaje de larvas con metamorfosis incompleta de larvas sometidas a estrés térmico durante 2 
horas e inducidas a la metamorfosis con KCl (15 minutos). Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo 
(AMF). Evaluación de metamorfosis a las 6 y 20 horas después de la inducción a la metamorfosis. Las líneas 
verticales indican el error estándar. 
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Figura 66.- Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis en larvas de erizo rojo S. franciscanus. (a) 
porcentaje de supervivencia de larvas que iniciaron la metamorfosis y (b) porcentaje de supervivencia total 
(metamorfoseadas y no metamorfoseadas), previamente sometidas a estrés térmico a diferentes tratamientos 
experimentales durante 2 horas con aclimatación previa de 20 y 23°C durante 24 horas. Se incluyó un control 
positivo (KCl) y control negativo (AMF). Evaluación del porcentaje de metamorfosis a las 6 y 20 horas. Las líneas 
verticales indican el error estándar. 
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3.3.3.2 Experimento 3c: Estrés térmico 3 horas e inducción a metamorfosis con KCl 

 Larvas competentes de erizo rojo sometidas a estrés durante 3 horas presentaron un 

porcentaje de metamorfosis entre el 83 y 100% para todos los tratamientos, a excepción del 

control negativo (AMF) el cual fue del 0% a las 6 horas de evaluación (Fig. 67a). El tratamiento 

de 28°C fue el que presentó el porcentaje más bajo (85%) y fue estadísticamente diferente al 

resto de los tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 19.59, gl= 6 P= 0.003) con excepción del 

tratamiento de 26°C, con el que no se encontraron diferencias estadísticas (Mann-Withney 

>0.05). En las larvas que iniciaron la metamorfosis se observó el patrón característico observado 

en erizo morado, en donde a medida que aumentó la temperatura se incrementó el número de 

larvas que presentaronn metamorfosis incompleta (Fig. 67b). Hubo diferencias estadísticas 

significativas entre los tratamientos (ANOVA 1-vía, F= 55.33, P= <0.001), el tratamiento de 

28°C presentó el porcentaje más alto de metamorfosis incompleta (85%), el cual fue 

significativamente diferente al resto de los tratamientos (LSD P= <0.05).  

En el resto de los tratamientos se observaron porcentajes entre 3 y 35%, siendo el 

tratamiento de 26°C el que presentó el segundo valor más alto y por lo tanto, estadísticamente 

diferente al resto de los tratamientos (LSD P= <0.05) (Fig. 67a). El porcentaje de supervivencia 

de larvas que iniciaron la metamorfosis fue del 100% en todos los tratamientos y sólo se 

encontraron diferencias estadísticas con respecto al control negativo (Kruskal-Wallis, H= 27, gl= 

6, P= <0.001, Mann-Withney, P=  <0.05) (Fig.68a). La supervivencia total al final del 

experimento en todos los tratamientos fu de entre el 95 y 100% (Fig. 68b) y no se encontraron 

diferencias significativas (Kruskal-Wallis, H= 4.32, gl= 6, P= >0.632). 
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Figura 67. Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis de larvas competentes de erizo rojo S. 
franciscanus. (a) porcentaje de larvas que iniciaron la metamorfosis y (b) porcentaje de larvas con metamorfosis 
incompleta, en larvas sometidas a estrés térmico durante 3 horas a diferentes tratamientos experimentales e 
inducidas a la metamorfosis con KCl (15minutos). Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo (AMF). 
Evaluación de metamorfosis a las 6 horas después de la inducción a la metamorfosis. Las líneas verticales indican el 
error estándar. 
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Figura 68.- Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis de larvas competentes de erizo rojo S. 
franciscanus. (a) porcentaje de supervivencia de larvas que iniciaron la metamorfosis y (b) porcentaje de 
supervivencia total (metamorfoseadas y no metamorfoseadas) de larvas previamente sometidas a estrés térmico a 
diferentes tratamientos experimentales durante 3 horas. Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo 
(AMF). Evaluación del porcentaje de metamorfosis a las 6  horas. Las líneas verticales indican el error estándar. 
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3.3.3.3 Experimento 3d: Estrés térmico 6 horas e inducción a metamorfosis con KCl 

 Las larvas de erizo rojo que iniciaron la metamorfosis a las 12 horas de evaluación fue 

entre 90 y 98% para los tratamientos de 15, 20, 24, 26°C y KCl, mientras que con el tratamiento 

de 28°C presentaron el valor más bajo (65%) (Fig. 69a), siendo estadísticamente diferente con el 

resto de los tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 20.74, gl= 6, P= 0.002, SNK P= <0.05). No se 

encontró incrementos en el porcentaje de metamorfosis a los 6 días de evaluación (Fig. 69a).  

En las larvas que presentaron metamorfosis incompleta se observó un patrón muy similar 

a lo observado en el experimento anterior (experimento 3c), en donde el porcentaje de larvas con 

metamorfosis incompleta se incrementó conforme la temperatura fue mayor en los tratamientos 

experimentales. A las 12 horas fue muy clara la diferencia entre los tratamientos (Kruskal-

Wallis, H= 23.06, gl= 6, P= <0.001), en donde el tratamiento de 28°C presentó el mayor 

porcentaje observado (85%) siendo estadísticamente diferente con el resto de los tratamientos 

(SNK <0.05)(Fig. 69b). A los 6 días se observó que la mayoría de las larvas de todos los 

tratamientos completaron la metamorfosis, registrándose valores entre 10 y 15% (Fig.69b) 

(ANOVA 1-vía, F= 1.79, P= 0.148). 
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Figura 69. Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis de larvas competentes de erizo rojo S. 
franciscanus. (a) porcentaje de larvas que iniciaron la metamorfosis y (b) porcentaje de larvas que presentaron 
metamorfosis incompleta, sometidas a estrés térmico durante 6 horas en diferentes tratamientos experimentales e 
inducidas a la metamorfosis con KCl (15minutos). Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo (AMF). 
Evaluación de metamorfosis a las 12 horas y a los 6 dias después de la inducción a la metamorfosis.  Las líneas 
verticales indican el error estándar. 
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 La supervivencia de larvas que iniciaron la metamorfosis (postlarvas) a las 12 horas 

después de la inducción, fue del 100% para los tratamientos de 15, 20, 24, 26°C y KCl (Fig. 

70a), mientras que para el tratamiento de 28°C fue del 70%, siendo éste, estadísticamente 

diferente con el resto de los tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 24.17, gl= 6, P= <0.001, SNK P= 

<0.05). A los 6 días de evaluación los tratamientos de 20, 24 y 26°C registraron un porcentaje 

entre 85 y 90%, en el tratamiento de 15°C se observó un porcentaje del 55%, mientras que para 

el tratamiento de 28°C fue del 25% (Fig.70a). Se encontraron diferencias estadísticas entre los 

tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 20, gl= 6, P= 0.003). 

 La supervivencia total de larvas (metamorfoseadas y no metamorfoseadas) a las 12 horas 

de evaluación fue de entre el 90 y el 100% para la mayoría de los tratamientos, con excepción 

del tratamiento de 28°C, el cual fue alrededor del 50% y fue estadísticamente diferente con el 

resto de los tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 21.33, gl= 6, P= 0.002, SNK P= <0.05). La 

evaluación a los 6 días posteriores a la metamorfosis se registró valores de supervivencia entre el 

75 y 85% para los tratamientos de 20, 24, 26°C, KCl y AMF, del 55% para el tratamiento de 

15°C y del 20% para el tratamiento de 28°C (Fig. 70b), siendo este último estadísticamente 

significativo con el resto de los tratamientos (Kruskal-Wallis, H= 13.57, gl= 6, P= 0.035, SNK 

P= <0.05). 
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Figura 70.- Efecto del estrés térmico en el inicio de la metamorfosis de larvas competentes de erizo rojo S. 
franciscanus. (a) porcentaje de supervivencia de larvas que iniciaron la metamorfosis y (b) porcentaje de 
supervivencia total (metamorfoseadas y no metamorfoseadas) de larvas previamente sometidas a estrés térmico a 
diferentes tratamientos experimentales durante 6 horas. Se incluyó un control positivo (KCl) y control negativo 
(AMF). Evaluación del porcentaje de metamorfosis a las 12  horas y a los 6 días después de la inducción a 
metamorfosis. Las líneas verticales indican el error estándar. 
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3.4 Discusión 

3.4.1 LIMITES DE TOLERANCIA TÉRMICA 

 Uno de los objetivos de este trabajo fue determinar los límites de tolerancia térmica en 

dos especies congéneras de erizo de mar que habitan en la costa de Baja California. De acuerdo a 

los resultados obtenidos, se determinó que en condiciones de laboratorio tanto el erizo morado 

(S. purpuratus), como el erizo rojo (S. franciscanus) tienen una termotolerancia alta en periodos 

de tiempo cortos (24 y 103 hrs) en estadios larvales tardíos (ocho brazos y competente), por lo 

que presentan una buena capacidad de soportar cambios significativos de temperatura. Así 

mismo,  se determinó que el límite de tolerancia térmica en ambas especies fue de 27°C, ya que a 

partir de esta temperatura se observó una disminucion en la supervivencia larval a medida que 

transcurría el tiempo (Figs. 55b y 64).  

Estudios anteriores han documentado esta alta termotolerancia para el proceso de 

fertilización en Heliocidaris erythrogramma y durante el desarrollo embrionario y larval en S. 

purpuratus (Farmamfarmaian y Giese, 1963; Byrne et al. 2009). Hammond y Hofmann (2010), 

mediante estudios de termotolerancia y perfiles de expresión de proteínas de choque térmico 

(hsp’s, “heat sock proteins”), determinaron que la tolerancia al estrés térmico a incrementos de 

temperatura en dos estadios de desarrollo tempranos (gástrula y larva pluteus 4-brazos) fue de 

manera similar, encontrando una mortalidad del 100% con 1 hora de exposición a 32°C y un 

perfil de expresión de hsp’s muy similar para ambos estadios; por lo que mencionan que es 

probable que exista una tolerancia de temperatura universal durante el desarrollo larval como 

mecanismo para su supervivencia en su etapa plantónica, y por lo tanto, es posible que sea 

especie-específica. En relación con lo mencionado anteriormente, los resultados obtenidos en 

estadios tardíos de S. purpuratus mostraron una termotolerancia muy similar a lo reportado por 

Hammond y Hofmann (2010), en donde se observó una mortalidad del 100% a 31°C a las 2 

horas de exposición en larvas pluteus de 8-brazos y a las 4 horas de exposición en larvas 

competentes. De esta manera, es posible que exista una tolerancia de temperatura universal para 

S. purpuratus durante el desarrollo larval, con un incremento de tolerancia en estadio 
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competente, el cual le permita llevar a cabo el asentamiento y la metamorfosis con éxito. 

Estudios a nivel molecular en estadios de desarrollo tardíos en S. purpuratus serán necesarios 

para determinar si los perfiles de expresión de hsp’s son equiparables a lo reportado en estadios 

tempranos. Así también, estudios de termotolerancia y perfiles de expresión de hsp’s en estadios 

larvales en erizo rojo (S. franciscanus) serán necesarios para determinar si la tolerancia de 

temperatura se comporta de manera similar durante todo el desarrollo larval en esta especie 

congénera.  

Por otro lado, es de llamar la atención que a pesar de que ambas especies tienen el mismo 

límite de tolerancia térmica (27°C), las larvas de erizo rojo mostraron un mejor desempeño 

fisiológico en su respuesta al estrés térmico y por lo tanto, una mayor termotolerancia (80h a 

27°C y 13h a 31°C) a diferencia del erizo morado (24h a 27°C y 4h a 31°C) (Fig. 55b y 64b). Lo 

anterior es muy interesante ya que el erizo rojo habita en ambientes moderadamente variables de 

temperatura (<10°C) en el submareal, y por lo tanto, se consideraba que al no experimentar 

grandes variaciones de temperaturas en su hábitat, este sería más sensible a cambios bruscos o 

extremos de temperatura, a diferencia del erizo morado que habita principalmente en la zona 

intermareal, que es un ambiente extremadamente variable y puede llegar a presentar 

temperaturas extremas en condiciones de marea baja (Helmuth, 2002; Helmuth et al. 2006); 

como en Punta Baja, en donde se registró temperaturas alrededor de los 25°C y en algunos casos 

aislados hasta 30°C en intervalos de marea, para el periodo de diciembre del 2008 a abril del 

2009 (Fig. 71), siendo temporada de reproducción para ambas especies y por lo tanto un 

incremento en eventos de asentamiento, metamorfosis y reclutamiento.  

 

Figura 71. Variación de la temperatura en el intermareal rocoso en intervalos de marea en Punta Baja, Baja 
California, México, durante el periodo de Diciembre del 2008 a Abril del 2009 (IIO-UABC). 
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 Estudios recientes han demostrado que ciertos organismos que habitan en ambientes 

térmicamente muy variables como el intermareal (>15°C), no necesariamente van a mostrar un 

mejor desempeño fisiológico en su respuesta al estrés térmico, que aquellos que habitan en 

ambientes moderadamente variables de temperatura como lo es en el submareal (<10°C) 

(Tomanek, 2010). Lo anterior ha sido observado mediante experimentos en la expresión de 

proteínas de choque térmico (hsp’s) en gasterópodos del género Chlorostoma, los cuales habitan 

a diferentes niveles de la zona costera. Se determinó que los organismos que habitan en la zona 

del intermareal se encuentran viviendo cerca de su límite de tolerancia y por lo tanto, muy cerca 

del umbral de expresión de Hsp’s, por lo que una variación  de temperatura (5-6°C) puede 

sobrepasar su límite de expresión y así comprometer su supervivencia. A diferencia del 

intermareal, los congéneres que habitan en el submareal tienen un perfil de expresión basal o 

nula de proteínas de choque térmico, y por lo tanto pueden responder a un mayor rango de 

temperaturas, muy por arriba de las que actualmente experimentan (Tomanek y Somero, 1999; 

Tomanek y Somero, 2002; Somero 2011). 

De manera similar trabajos realizados en S. purpuratus sobre la expresión de hsp’s a lo 

largo de su distribución geográfica, han demostrado que esta especie se encuentra viviendo cerca 

de su límite de tolerancia térmica y por lo tanto, puede ser más susceptibles a incrementos de 

temperatura en el ambiente (Osovitz y Hofmann, 2005; Hammond y Hofmann 2010). Así, lo 

mencionado anteriormente nos permite entender la diferencia en la termotolerancia que se 

observó durante esta investigación en estadios larvales tardíos de erizo rojo y erizo morado. Por 

otro lado, experimentos en la expresión de proteínas de choque térmico (hsp’s) durante el 

desarrollo larval del erizo rojo, serán necesarios para poder entender a nivel molecular por qué el 

erizo rojo presenta una mayor termotolerancia que el erizo morado y por lo tanto, una mejor 

capacidad para ajustarse a cambios de temperatura en el ambiente. 

 

3.4.2. Retraso de la metamorfosis y supervivencia post-metamórfica 

En relación con el retraso de la metamorfosis, se observó que a medida que se incrementó 

la temperatura de los tratamientos disminuyó el número de larvas que iniciaron la metamorfosis 

en ambas especies de erizo (S. purpuratus y S. franciscanus); independientemente si la inducción 

de las larvas fue de manera natural mediante el uso de biopelículas (S. purpuratus), ó de manera 
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artificial mediante el cloruro de potasio. Este último, se sabe es muy eficaz para inducir a la 

metamorfosis en una gran variedad de larvas de invertebrados marinos (Gallardo y Sanchez 

2001; Carpizo-Ituarte et al. 2002; Yang et al. 2008). Algo similar fue observado por Chen y 

Chen (1992) para la galleta de mar Arachnoides placenta, quienes demostraron que temperatura 

de 28°C disminuyó el porcentaje de metamorfosis a niveles inferiores al 40% y a una 

temperatura de 34°C a menos del 10%. Comparado con lo anterior, en el presente estudio se 

encontró para S. purpuratus una disminución en el porcentaje de metamorfosis entre el 60 y 80% 

a una temperatura de 28°C, cuando las larvas fueron sometidas a estrés térmico durante 0.5, 4 y 6 

horas y se redujo a 100% a una temperatura de 32°C. En contraste, en el erizo rojo (S. 

franciscanus), se observó una disminución entre el 10 y 40% a los 28°C, cuando las larvas 

fueron sometidas a estrés térmico durante 2, 3 y 6 horas de exposición. De esta manera se 

determinó que el erizo rojo tiene una mayor tolerancia al estrés térmico y por lo tanto las larvas 

tienen la capacidad de iniciar la metamorfosis en condiciones en donde el erizo morado ya no 

tiene la capacidad de responder. 

Se ha documentado que la aclimatación de los organismos puede favorecer su respuesta 

al estrés térmico, principalmente en organismos euritérmicos que habitan en ambientes 

moderadamente variables de temperatura como lo es el submareal, a diferencia de los que 

habitan en ambientes muy variables como el intermareal, en donde se ha documentando que 

existe una limitación debido a que se encuentran viviendo cerca de su límite de tolerancia y por 

lo tanto, tienen una menor capacidad de responder a mayores incrementos de temperatura 

(Tomaneck, 2010; Tomaneck y Somero 2002). En este aspecto, se observó que una aclimatación 

de poca duración (30 min.) fue suficiente para favorecer el desempeño fisiológico de las larvas 

de erizo morado, lo cual les permitió iniciar la metamorfosis. Para S. franciscanus se observó que 

la aclimatación de 24 horas a 20°C favoreció la respuesta de la larva para iniciar metamorfosis 

después de haber sido expuestas a 29°C durante 2 horas, algo que no ocurrió cuando las larvas se 

aclimataron durante 24 horas a 23°C, ya que no se observó metamorfosis alguna. Experimentos 

posteriores que se enfoquen en investigar a nivel molecular y nivel organismo la importancia de 

la aclimatación en estadios larvales tempranos y tardíos, serán necesarios para entender de qué 

manera la aclimatación puede ayudar a mejorar el desempeño fisiológico de las larvas durante la 

metamorfosis.  
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Además de observar una tendencia en la disminución en el porcentaje de metamorfosis en 

relación al incremento de temperatura, se observó esa misma tendencia con el número de larvas 

que presentaron metamorfosis incompleta, muchas de las cuales no llegaron a terminarla con 

éxito. Estudios previos realizados en crustáceos, moluscos y equinodermos (Thiyagarajan et al. 

2003; Botello y Krug, 2006; Elkin y Marshall, 2007) mostraron que el éxito en la fijación y 

metamorfosis de las larvas, depende de las reservas energéticas con las que cuentan. En este 

aspecto, es bien sabido que la temperatura es el factor universal más importante que influye en 

los procesos fisiológicos de los organismos (Bassim y Sammarco 2003); por lo que aumentos en 

la temperatura pueden generar daños en las membranas celulares y en la síntesis y estabilidad 

térmica de las proteínas (Somero, 2002), reflejándose en un incremento en la tasa metabólica y 

por consecuencia un gasto energético mayor para los organismos (Clarke y Fraser, 2004). Por lo 

tanto, eventos de estrés ambiental como en el caso del incremento en la temperatura, pueden 

tener un efecto negativo en la cantidad de reservas energéticas almacenadas debido al incremento 

en su tasa metabólica, ocasionando una disminución de la fijación de larvas que inician la 

metamorfosis. De acuerdo a lo anterior y a los resultados obtenidos en esta investigación, es 

posible que el retraso de la metamorfosis y el incremento de larvas con metamorfosis incompleta 

que se observó en las larvas de S. purpuratus y S. franciscanus se deba a la disminución de sus 

reservas energéticas por el incremento metabólico generado por el estrés térmico al que fueron 

sometidas. Es posible que dependiendo de la capacidad de energía acumulada en cada larva y del 

tiempo que requiera para concluirla, ésta tendrá la capacidad de iniciar o no la metamorfosis. 

Estudios posteriores que cuantifiquen el contenido y gasto energético por parte de las larvas 

previas a la metamorfosis, serán necesarios para determinar la cantidad de energía requerida por 

parte de las larvas para iniciar y terminar con éxito la metamorfosis en condiciones ambientales 

de estrés térmico. 

  Las consecuencias del retraso de la metamorfosis en los organismos están siendo 

recientemente comprendidas. En esta aspecto, Pechenick (2006) reportó que el retraso de la 

metamorfosis puede generar efectos latentes en los organismos, es decir, un evento de estrés 

ambiental (p.ej. limitación de comida, estrés por salinidad, incremento en el gasto energético, 

contaminación, radiación ultravioleta) experimentado durante la etapa larval, se va a reflejar en 

su etapa bentónica como post-larva o juvenil, como puede ser una reducción significativa en su 

supervivencia y en la tasa de crecimiento.  
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Esto se ha documentado en especies de briozooarios, gasterópodos, poliquetos, crustáceos 

y equinodermos (Qian y Pechenick, 1998; Wendt, 1998; Vaïtilingon et al. 2001; Giménez, 

2006). En relación a lo anterior, se observó que la supervivencia post-metamórfica disminuyó a 

medida que se incrementó el tiempo de exposición de estrés térmico (4 y 6 horas) a 28°C. Así 

mismo, en erizo morado se observó que para el tratamiento de 26°C con 4 horas de exposición, 

la supervivencia post-metamórfica se redujo a 20% a los 6 días de evaluación; en este 

tratamiento se observó un porcentaje de metamorfosis del 80% y un porcentaje de metamorfosis 

incompleta del 60%, en donde el retraso de la metamorfosis por efecto de la temperatura no fue 

muy significativo en relación al resto de los tratamientos. De esta manera, es probable que la 

disminución de la supervivencia post-metamórfica que se observó, sea consecuencia de los 

efectos latentes ocasionados por el retraso de la metamorfosis de las larvas debido a condiciones 

de estrés térmico experimentadas en la etapa de larva competente. Por otro lado, las 

consecuencias ecológicas debido al retraso de la metamorfosis han sido documentadas en 

algunos invertebrados marinos (Pechenick, 1990, 2006). En este aspecto, es posible que se pueda 

ver afectada la selección de los sustratos favorables por parte de las larvas para llevar a cabo el 

asentamiento y la metamorfosis, teniendo como consecuencia que no metamorfoseen en los 

sitios adecuados en presencia de las claves ambientales específicas (biopelículas) y por lo tanto, 

obligándolas a prolongar su vida larval en busca de los sustratos adecuados, como ha sido 

reportado por diversos autores (Gebauer, et al. 2003; Toonen y Tyre, 2007).  

En general, las de S. purpuratus y S. franciscanus tienen una alta termotolerancia a 

incrementos bruscos de temperatura, sin embargo esto no quiere decir que no serán afectados por 

el incremento en la temperatura del océano por efectos del calentamiento global o alteraciones 

térmicas del océano, haciendo énfasis en el erizo morado, ya que al parecer es más sensible que 

el erizo rojo y habita en zonas en donde experimentará una mayor variación de temperatura. De 

esta manera, es posible que la supervivencia de las larvas en el momento de la metamorfosis 

pueda ser afectada de una manera directa, por eventos de temperaturas extremas en el 

intermareal, así como también en forma indirecta en ambas especies por otros procesos en el 

ecosistema, como por ejemplo mayor depredación, pastoreo y disminución de fitoplancton 

(alimento), entre otros. Por consiguiente, estudios que se concentren en determinar los límites de 

tolerancia térmica entre las especies que habitan un ecosistema y su capacidad de ajustarse a 

incrementos de temperaturas extremas (zona intermareal), así como a cambios en escenarios de 
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cambio climático (acidificación del océano, aumentos del nivel del mar, incrementos en 

salinidad, entre otros), ayudarán a entender cómo los organismos y en particular ambas especies 

de erizo (S. purpuratus y S. franciscanus) podrían ser afectados por estas alteraciones 

ambientales (Somero, 2002; Pörtner, 2008; Visser, 2008).  

Otro aspecto importante derivado de esta investigación, fue el determinar que el estrés 

térmico no induce a la metamorfosis en ambas de especies de erizo. Se ha documentado que 

temperaturas elevadas inducen a la metamorfosis en una variedad de invertebrados marinos, 

como se ha reportado para el gasterópodo Strombus gigas en donde temperaturas de 37-38°C en 

un tiempo de exposición de 2 y 4 horas inducen a la metamorfosis en un 70 y 80% (Boettcher, 

2005). 

 

3.5 Conclusión 

Los resultados obtenidos en la presente investigación, muestran que larvas de erizo 

morado (S. purpuratus) y erizo rojo (S. franciscanus) en estadios tardíos, tienen una alta 

termotolerancia al estrés térmico y, temperaturas alrededor de los 27°C en periodos de tiempo 

cortos (horas) pueden afectar el proceso de la metamorfosis. Asi mismo, a medida que aumenta 

la temperatura se incrementa el retraso de la metamorfosis, lo que pudiera tener implicaciones en 

la distribución de estas especies, ya que parecen ser particularmente sensibles en el momento de 

transición de la columna de agua a la elección de un sustrato en el bentos. Hasta ahora son pocos 

los trabajos realizados que documenten el efecto de la temperatura en el retraso de la 

metamorfosis en invertebrados marinos y ninguno en particular en el erizo morado y erizo rojo, 

por lo que en este trabajo se presentan las primeras aproximaciones del límite de tolerancia 

térmica en estadios larvales tardios y el efecto del estrés térmico durante el inicio de la 

metamorfosis. 
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Apéndice I 
Punta Baja 

 
 

 

Figura 72. Clúster de porcentajes de similitud de pruebas bioquímicas de bacterias aisladas de Punta Baja. Separación de grupos 
metabólicos del 1 al 5. 
 
 

Porcentaje de Similitud 

G
rupo 
4 

D
 

E 
F 

G
 

A 
B 

C G
rupo 
5 

A 
B 

G
rupo 
3 

A 
D

 
C 

B G
rupo 
1 G

rupo 
2 

A 

B 



144 

 

 
 

 

Figura 73. Clúster de porcentajes de similitud de pruebas bioquímicas de bacterias asiladas de Punta Baja. Separación de grupos 
metabólicos del 6 al 11. 
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Figura 74. Clúster de porcentajes de similitud de pruebas bioquímicas de bacterias asiladas de Punta Baja. Separación de grupos 
metabólicos del 12 al 15. 
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Figura 75. Clúster de porcentajes de similitud de pruebas bioquímicas de bacterias asiladas de Punta Baja. Separación de grupos 
metabólicos 16 y 17. 
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Playa Esmeralda 

 

 
Figura 76. Clúster de porcentajes de similitud de pruebas bioquímicas de bacterias asiladas de Playa Esmeralda. Separación de 
grupos metabólicos del 1 al 10. 
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Apéndice II 
Tabla 5. Grupos metabólicos de bacterias aisladas de la localidad de Punta Baja, Baja California, México entre Diciembre 
del 2007 y Marzo del 2010. 

 

Grupo # 
Cepas 

Sustratos del 
aislado 

Características metabólicas del grupo 

1    
A 2 Agua de mar. Cocobacilos, Gram (-), Catalasa y oxidasa (-), Movilidad (-), no oxidan ni fermentan 

la glucosa, no crecen en salinidad 0,6 y 8%, no crece en medio TCBS, crecen en 
0/129 a 10µg/ml pero no a 150 µg/ml, no crece en medio MacConkey. 

    

2 
A 

4 B. orbigniana, Choro, 
C. vancouverensis. 

Cocos y cocobacilos, Gram (+), catalasa y oxidasa (-), bacterias no móviles solo 1 
cepa es móvil, oxidan y fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), crecimiento 
sin sal, no crecen en 6 y 8% de sal, no crecen en medio TCBS,  2 cepas no crecen en 
0/129 el resto si crece en 10 y 150 µg/ml, no crecen en medio MacConkey. 

    

B 6 Erizo morado, Choro,  
C. vancouverensis. 

Bacilos o cocobacilos, Gram (+), catalasa y oxidasa (+) solo 1 cepa fue oxidasa (-), 
movilidad (+) a excepción de 1 cepa,  oxidan y fermentan la glucosa, crecen sin sal y 
algunas hasta en concentración de 6%, no crece en medio TCBS, crecen en 0/129 a 
10 µg/ml  y 3 cepas en 150 µg/ml, no crecen en medio MacConkey. 

    

3    

    
A 5 Agua de mar, Erizo 

morado. 
Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en 0 y 8% de sal pero si en 
6%, crecen en medio TCBS  pero no fermentan la sacarosa, crecen en medio con el 
agente 0/129 a 10 y 150 µg/ml solo 1 cepa no crece a 150 µg/ml, crecen en medio 
MacConkey y fermentan la lactosa. 
 

B 9 Agua de mar, Erizo 
morado,   
C. vancouverensis. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles a excepción de 1 
cepa, oxidan y fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad 
de 0, 6 y 8% a excepción de 1 cepa que creció a 6%, crecimiento en medio TCBS 
pero no fermentan la sacarosa, crecen en medio con el agente 0/129 a 10 µg/ml 
pero no a 150 µg/ml, crecen en medio MacConkey pero no fermentan la lactosa. 
 

C 8 Agua de mar,  
B. orbigniana, 
 C. vancouverensis. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+),  bacterias no móviles a excepción de 
1 cepa, oxidan y fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en 
salinidad de 0, 6 y 8%, crecen en medio TCBS pero no fermentan la sacarosa, no 
crecen en medio con el agente 0/129 a 10 y 150 µg/ml, no crecen en medio 
MacConkey a excepción de 2 cepas que si crecieron pero no fermentan la lactosa. 

    
D 3 Erizo morado,  

C. vancouverensis. 
Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, no oxidan la 
glucosa pero si la fermentan (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad 0, 6 y 
8%, no crecen en medio TCBS, no crecen en medio con el agente 0/129 a 10 y 150 
µg/ml, no crecen en medio MacConkey. 

    

4    

A 13 C. vancouverensis, 
erizo morado, agua 
de mar. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0, 6 y 8%, 
crecen en medio TCBS y fermentan la sacarosa, crecen en medio con el agente 
0/129 a 10 µg/ml pero no a 150 µg/ml, crecen en medio MacConkey pero no 
fermentan la lactosa. 
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Continuación 
 

  

B 13 C. vancouverensis, 
Agua de mar, erizo 
morado. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0 y 8% 
pero si en 6%, crecen en medio TCBS y fermentan la sacarosa, crecen en medio con 
el agente 0/129 a 10 µg/ml pero no a 150 µg/ml, crecen en medio MacConkey pero 
no fermentan la lactosa.  
 

C 3 C. vancouverensis, 
erizo morado. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en 0% de salinidad pero si 
algunas en 6 y 8%, crecen en medio TCBS pero no fermentan la sacarosa, crecen en 
medio con el agente 0/129 a 10 y 150 µg/ml, crecen en medio MacConkey pero no 
fermentan la lactosa. 
 

    
D 5 C. vancouverensis, 

Agua de mar. 
Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0 y 8% 
pero si en 6%, crecen en medio TCBS y fermentan la sacarosa, crecen en medio con 
el agente 0/129 a 10 µg/ml pero no a 150 µg/ml, no crecen en medio MacConkey a 
excepción de 1 cepa pero no fermenta la lactosa. 
 

E 6 C. vancouverensis, 
Erizo morado, agua 
de mar. 

 La única diferencia con respecto al grupo 5D es que si crecen en medio MacConkey 
y fermentan la lactosa. 

F 3 C. vancouverensis. Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad 0, 6 y 8%, 
crecen en medio TCBS y fermentan la sacarosa, no crecen en medio con el agente 
0/129 a 10 y 150 µg/ml, crecen en medio MacConkey y fermentan la lactosa. 
 

G 17 C. vancouverensis,  
B. orbigniana, Erizo 
morado. 

La única diferencia con respecto al grupo 5F es que no crecen en medio MacConkey. 

    

5    

A 3 Erizo morado, agua 
de mar. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0% pero si 
en 6 y 8% de sal, crecen en medio TCBS y fermentan la sacarosa, crecen en medio 
con el agente 0/129 a 10 y 150 µg/ml, no crecen en medio MacConkey a excepción 
de 1 cepa que si creció y fermenta la lactosa. 
 

B 5 C. vancouverensis, 
agua de mar. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0, 6 y 8%, 
crecen en medio TCBS y fermentan la sacarosa, crecen en medio con el agente 
0/129 a 10 y 150 µg/ml, crecen en medio MacConkey y fermentan la lactosa. 

    

6 3 C. vancouverensis, 
agua de mar. 

Bacilos y cocobacilos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles excepto 1 
cepa, no oxidan la glucosa pero si la fermentan (anaerobias facultativas), no crecen 
en salinidad de 0, 6 y 8%, no crecen en medio TCBS, crecimiento en medio con el 
agente 0/129 en 10 y 150 µg/ml, crecen en medio MacConkey pero no se evaluó si 
fermentan o no la lactosa. 

    

7    

A 2 Choro. Cocobacilos, Gram (-), catalasa (+), oxidasa (-), bacterias móviles, oxidan la glucosa 
pero no la fermentan (aerobias estrictas), no crecen en medio sin sal (0%) pero si 
crecen en salinidades de 6 y 8%, no crecen en medio TCBS, crecen en medio con el 
agente 0/129 a 10 µg/ml pero no a 150 µg/ml, 1 cepa creció en medio MacConkey 
pero no fermenta la lactosa. 
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Continuación  
   

B 3 B. orbigniana, agua 
de mar, C. 
vancouverensis. 

La diferencia con el grupo 8A radica en que no crecen en salinidad de 8%, solo uno 
cepa creció en medio sin sal y no crecen en medio MacConkey a excepción de 1 cepa 
que si lo hizo y fermenta la lactosa. 

    

8    

A 14 C. vancouverensis, 
 B. orbigniana, Erizo 
morado, agua de mar, 
choro. 

Cocobacilos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), la mayoría bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), la gran mayoría no crecen en 
salinidad de 0, 6 y 8%, no crecen en medio TCBS, la mitad crece en medio con el 
agente 0/129 a 10 µg/ml pero ninguna crece a 150 µg/ml, no crecen en medio 
MacConkey. 
 

B 18 B. orbigniana, agua 
de mar, erizo 
morado,  
C. vancouverensis, 
choro, L. pacifica. 

Cocobacilos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), en su gran mayoría bacterias móviles, 
la mayoría oxidan y fermentan la glucosa  a excepción de 6 cepas que solo la 
fermentan (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0 y 8%, solo 6 cepas 
crecieron en salinidad de 6%, no crecen en medio TCBS, crecen en medio con el 
agente 0/129 a 10 y 150 µg/ml, no crecen en medio MacConkey. 

    
    

9 2 L. pacifica. Cocobacilos, Gram (-), catalasa (-), oxidasa (+), bacterias móviles, no oxidan la 
glucosa pero si la fermentan (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0 y 
8% pero si en 6% de sal, no crecen en medio TCBS, crecen en medio con el agente 
0/129 en 10 y 150 µg/ml, crecen en medio MacConkey pero no fermentan la 
lactosa. 

    

10    

A 10 C. vancouverensis, 
erizo morado. 

Cocobacilos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, no oxidan la glucosa 
pero si la fermentan (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0% pero si 
en 6 y 8%, no crecen en medio TCBS, crecen en medio con el agente 0/129 a 10 y 
150 µg/ml, crecen en medio MacConkey donde 2 cepas fermentaron la lactosa el 
resto no se evaluó. 
 

B 14 C. vancouverensis,  
L. pacifica, choro, 
agua de mar, B. 
orbigniana. 

Cocobacilos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, su gran mayoría 
oxidan y fermentan la glucosa a excepción de 4 cepas que solo la fermentan, no 
crecen en medio sin sal, crecen en salinidad de 6 y 8%, no crecen en medio TCBS, 
crecen en medio con el agente 0/129 a 10 y 150 µg/ml, su gran mayoría no crece en 
medio MacConkey a excepción de 2 cepas que si crecieron una cepa fermenta la 
lactosa mientras que la otra no.  

    

11    

A 2 C. vancouverensis, 
agua de mar. 

Cocobacilos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias no móviles, no oxidan la 
glucosa pero si la fermentan (anaerobias facultativas), no crecen en medio sin sal, 
crecen en salinidad de 6 y 8%, no crecen en medio TCBS, crecen en medio con el 
agente 0/129 a 10 µg/ml pero no a 150 µg/ml, solo una cepa creció en medio 
MacConkey pero no fermenta la lactosa. 
 

B 2 C. vancouverensis, 
choro 

La diferencia con el grupo 12A, es que solo 1 cepa creció en medio sin sal, crecen en 
medio con el agente 0/129 a 150 µg/ml y no crecen en medio MacConkey.  
 

C 2 C. vancouverensis, 
erizo morado. 

La diferencia con el grupo 12A y B es que 1 cepa no fermenta la glucosa (aerobia 
estricta),y la otra cepa creció en medio MacConkey y fermenta la lactosa.  
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12    

A 2 C. vancouverensis. Bacilos rectos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles o no, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), crecen en salinidades de 0, 6 y 8%, 
no crecen en medio TCBS, no crecen en medio con el agente 0/129 a 10 y 150 
µg/ml, no crecen en medio MacConkey. 
 

B 3 C. vancouverensis, 
Plocamium sp. 

La diferencia con el grupo 13A es que son oxidasa (-), todas las bacterias son 
móviles y crecen en medio con el agente 0/129 a 10 µg/ml. 

    

13 4 L. pacifica, agua de 
mar, erizo morado, 
choro. 

Bacilos rectos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+) a excepción de 1 cepa que es oxidasa 
(-), bacterias no móviles, no oxidan ni fermentan la glucosa (aerobias estrictas), no 
crecen en medio sin sal (0%), crecen en salinidad de 6 y 8%, no crecen en medio 
TCBS, crecen en medio con el agente 0/129 a 10 y 150 µg/ml, algunas pueden 
crecer en medio MacConkey y pueden o no fermentar la lactosa. 

    

14    

A 15 B. orbigniana, agua 
de mar, erizo 
morado, choro. 

Bacilos rectos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0,6 y 8%, 
no crecen en medio TCBS, crecen en medio con el agente 0/129 a 10 µg/ml y más de 
la mitad de las cepas crecen a 150 µg/ml, no crecen en medio MacConkey. 
 

B 9 C. vancouverensis, 
agua de mar, erizo 
morado, choro. 

La diferencia con el grupo 15A radica en que las bacterias de este grupo no oxidan la 
glucosa solo la fermentan (anaerobias facultativas) y más de la mitad de las cepas 
crecen en medio con el agente 0/129 a 150 µg/ml. 
 

C 9 C. vancouverensis, 
erizo morado, agua 
de mar. 

Bacilos rectos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias no móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0 y 8%, 
algunas cepas crecen en salinidad del 6%, no crecen en medio TCBS, crecen en 
medio con el agente 0/129 a 10 y 150 µg/ml, no crecen en medio MacConkey. 

15    

A 3 C. vancouverensis, 
erizo morado, agua 
de mar. 

Bacilos rectos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0 y 8% 
pero si en 6% de sal, no crecen en medio TCBS, crecen en medio con el agente 0/129 
a 10 µg/ml pero no a 150 µg/ml, no crecen en medio MacConkey a excepción de 1 
cepa pero no fermenta la lactosa. 

B 4 Erizo morado, agua 
de mar. 

La única diferencia con el grupo 16A, es que crecen en medio TCBS y fermentan la 
sacarosa y 2 cepas crecieron en medio MacConkey y fermentan la lactosa, el resto de 
las cepas no crece en medio MacConkey. 

C 4 Erizo morado, agua 
de mar. 

Las diferencias con los grupos 16A y B radican en que crecen en medio TCBS pero 
no fermentan la sacarosa, además todas crecieron en medio MacConkey y 
fermentan la lactosa. 

    

16    

A 7 C. vancouverensis, 
agua de mar. 

Bacilos rectos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, la mitad oxidan y 
fermentan la glucosa, la otra mitad solo la fermentan (anaerobias facultativas), la 
mayoría no crecen en salinidad 0 y 8% pero si al 6%, no crecen en medio TCBS, 
crecen en medio con el agente 0/129 a 10 y 150 µg/ml, crece en medio MacConkey 
y fermenta la lactosa. 
 

B 12 L. pacifica, agua de 
mar, B. orbigniana 
C. vancouverensis.  

Las únicas diferencias con el grupo 16A, es que crecen en salinidad de 8% y crecen 
en medio MacConkey pero no fermentan la lactosa.  
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C 24 C. vancouverensis, 
agua de mar,  
L. pacifica,  
erizo morado,  
B. orbigniana. 

Bacilos rectos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), su gran mayoría bacterias móviles, 
no oxidan la glucosa pero si la fermentan (anaerobias facultativas), no crecen en 
medio sin sal, crecen en salinidad de 6% y su gran mayoría crecen en 8% de sal, no 
crecen en medio TCBS, crecen en medio con el agente 0/129 a 10 µg/ml pero no a 
150 µg/ml, no crecen en medio MacConkey. 

    
    

D 39 C. vancouverensis,  
B. orbigniana, agua 
de mar, erizo 
morado, Plocamium 
sp, choro.  

Bacilos rectos, Gram (-), su gran mayoría catalasa y oxidasa (+) aunque algunas 
cepas son oxidasa (-), bacterias móviles, oxidan y fermentan la glucosa (anaerobias 
facultativas), no crecen en medio sin sal, crecen en 6% de salinidad y la mayoría 
crecen en 8%, no crecen en medio TCBS, crecen en medio con el agente 0/129 a 10 y 
150 µg/ml y no crecen en medio MacConkey 

    

17    

A 2 C. vancouverensis, 
agua de mar. 

Cocos y cocobacilos, Gram (+), catalasa y oxidasa (-), bacterias móviles, solo una 
cepa oxida la glucosa pero no la fermentan (aerobias estrictas), no crecen en 
salinidad 0, 6 y 8%, no crece en medio TCBS, crece en medio con el agente 0/129 a 
10 µg/ml y solo 1 cepa creció a 150 µg/ml, no crecen en medio MacConkey. 
 

B 1 C. vancouverensis. Cocos, Gram (-), catalasa y oxidasa (-), bacteria no móvil, no oxida ni fermenta la 
glucosa (aerobias estrictas), no crecen en salinidad 0, 6 y 8%, no crece en medio 
TCBS, crece en medio con el agente 0/129 a 10 y 150 µg/ml, no crece en medio 
MacConkey. 

    

18    

A 4 C. vancouverensis, 
agua de mar. 

Bacilos rectos y curvos, Gram (+), catalasa (+) y 2 cepas son oxidasa (-), bacterias 
móviles, oxidan y fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en 
medio sin sal, solo 2 cepas crecen en salinidad de 6 y 8%, 2 cepas no crecen en 
medio TCBS mientras las otras 2 si crecen y solo una fermenta la sacarosa, crecen en 
medio con el agente 0/129 a 10 µg/ml y solo 1 cepa no crece a 150 µg/ml, 2 cepas 
no crecen en medio MacConkey, las otras 2 cepas si crecen pero solo 1 fermenta la 
lactosa. 
 

B 3 Erizo morado, agua 
de mar. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa a excepción de una cepa que solo la fermenta (anaerobias 
facultativas), no crecen en salinidad de 0 y 8% y algunas si crecen en 6% de sal, no 
crecen en medio TCBS, crecen en medio con el agente 0/129 a 10 µg/ml a excepción 
de 1 cepa, si crecen a 150 µg/ml a excepción de 1 cepa, crecen en medio MacConkey 
pero no fermentan la lactosa. 
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Tabla 6. Grupos metabólicos de bacterias aisladas de la localidad de Playa Esmeralda, Baja California, México entre 
Noviembre del 2008 y Marzo del 2010. 

 

Grupo # 
Cepas 

Sustratos del  
aislado 

Características metabólicas del grupo 

1 3 Agua de mar. Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (-), bacterias móviles, no oxidan ni 
fermentan la glucosa, solo crecen en salinidad del 3%, crecen en medio TCBS 
fermentando la sacarosa, tolerantes al agente 0/129 (10 y 150 µg/mL), algunas 
crecen en medio MacConkey. 

    

2 1 C. vancouverensis. Bacilos rectos, Gram (+), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, fermentan la 
glucosa pero no la oxidan (anaerobias facultativas), solo crecen en salinidad de 3%, 
crecen en medio TCBS sin fermentar la sacarosa, crecen en medio con el agente 
0/129 a 10 µg/mL pero no a 150 µg/mL, crecen en medio MacConkey. 

    

3    

A 4 Erizo Negro. Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (-), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidades de 0 y 8% y algunas crecen 
en 6%, crecen en medio TCBS fermentando la sacarosa, son resistentes al agente 0/129 
y no crecen en medio MacConkey. 
 

B 4 C. canaliculatus, erizo 
negro, agua de mar. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), necesitan sal para crecer, pueden crecer en 
condiciones hipersalinas (6 y 8%), crecen en medio TCBS fermentando la sacarosa, son 
tolerantes al agente 0/129, algunas crecen en medio MacConkey fermentando la 
lactosa. 
 

C 3 C. vancouverensis, 
 C. canaliculatus. 

Bacilos curvos y cocobacilos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y 
fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), solo crecen en salinidad de 3%, crecen 
en medio TCBS fermentando la sacarosa, tolerantes al agente 0/129, algunas pueden 
crecer en medio MacConkey. 
 

D 5 C. vancouverensis, 
erizo nergro, agua de 
mar. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), solo crecen en salinidad de 3%, crecen en medio TCBS 
fermentando la sacarosa, crecen en medio con el agente 0/129 a 10 µg/mL pero no a 
150 µg/mL, no crecen en medio MacConkey. 
 

E 7 C. canaliculatus, agua 
de mar, erizo negro. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en 0 y 8% de salinidad, algunas crecen en 
6% de sal, crecen en medio TCBS fermentando la sacarosa, crecen en medio con el 
agente 0/129 a 10 µg/mL pero no a 150 µg/mL, no crecen en medio MacConkey. 
 

4    

A 1 C. vancouverensis. Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias no móviles, fermentan la 
glucosa pero no la oxidan (anaerobias facultativas), solo crecen en salinidad de 3%, 
crecen en medio TCBS pero no fermentan la sacarosa, tolerantes al agente 0/129, 
crecen en medio MacConkey fermentando la lactosa. 
 

B 2 C. vancouverensis. Bacilos curvos, Gram (+), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), solo crecen en salinidad de 3%, crecen en medio TCBS 
pero no fermentan la sacarosa, sensibles al agente 0/129, algunas crecen en medio 
MacConkey. 
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C 7 C. vancouverensis, 

erizo negro.  
Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles excepto 1 cepa, oxidan 
y fermentan la glucosa (anaerobias facultativas), solo crecen en 3% de salinidad, crecen 
en medio TCBS sin fermentar la sacarosa, resistentes al agente 0/129 a 10 µg/mL pero 
algunas son sensibles a una concentración de 150 µg/mL, crecen en medio MacConkey 
sin fermentar la lactosa. 
 

D 4 C. vancouverensis, 
erizo negro, agua de 
mar. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), solo crecen en salinidad de 3%, crecen en medio TCBS 
sin fermentar la sacarosa, resistentes al agente 0/129, no crecen en medio MacConkey 
a excepción de 1 cepa la cual fermenta la lactosa. 
 

E 4 Erizo negro, agua de 
mar. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), no crecen en salinidad de 0 y 8%, algunas pueden 
crecer en 6% de salinidad, resistentes al agente 0/129 a 10 µg/mL pero sensibles a una 
concentración de 150 µg/mL, no crecen en medio MacConkey. 
 

F 8 C. vancouverensis, 
agua de mar. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), solo crecen en salinidad de 3%, crecen en medio TCBS 
sin fermentar la sacarosa, resistentes al agente 0/129 a 10 µg/mL pero sensibles a una 
concentración de 150 µg/mL, crecen en medio MacConkey fermentando la lactosa. 
 

G 2 C. vancouverensis, 
erizo negro. 

Bacilos curvos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), no crecen sin sal, crecen en salinidad de 6% y algunas 
al 8%, crecen en medio TCBS sin fermentar la sacarosa, resistentes al agente 0/129 a 10 
µg/mL pero sensibles a una concentración de 150 µg/mL, crecen en medio MacConkey 
sin fermentar la lactosa. 
 

5 2 C. vancouverensis, 
erizo negro. 

Bacilos rectos, Gram (-), catalasa y oxidasa (-), bacterias móviles o no, pueden oxidar y 
fermentar la glucosa (anaerobias facultativas), pueden o no crecer en salinidad de 0%, 
pueden crecer en 6% de sal pero no al 8%, no crecen en medio TCBS, son resistentes al 
agente 0/129 y no crecen en medio MacConkey. 
 

6    

A 1 C. canaliculatus. Cocobacilo, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacteria móvil, oxida y fermenta la glucosa 
(anaerobia facultativa), no crece en medio sin sal y puede crecer en condiciones 
hipersalinas (6 y 8%), crece en medio TCBS sin fermentar la sacarosa, resistente al 
agente 0/129 a 10 µg/mL pero sensible a 150 µg/mL, no crece en medio MacConkey. 
 

B 2 C. vancouverensis, 
agua de mar. 

La diferencia con el grupo 6A es que no crece en medio TCBS, es tolerante al agente 
0/129 y una cepa creció en medio MacConkey sin fermentar la lactosa.  
 

C 1 C. canaliculatus. La diferencia con los grupos 6A y B es que crece en medio TCBS pero fermenta la 
sacarosa y no crece en medio MacConkey. 
 

D 4 Erizo negro, agua de 
mar. 

Cocobacilos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), necesitan sal para crecer y pueden crecer en 
condiciones hipersalinas (6 y 8%), resistentes al agente 0/129 y no crecen en medio 
MacConkey. 
 

7    

A 2 C. vancouverensis. Bacilos rectos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias no móviles, fermentan la 
glucosa pero no la oxidan (anaerobias facultativas), necesitan sal para crecer y pueden 
crecer en condiciones hipersalinas (6 y 8%), no crecen en medio TCBS, resistentes al 
agente 0/129, crecen en medio MacConkey fermentando la lactosa. 
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B 2 Erizo negro, agua de 

mar. 
Bacilos rectos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias no móviles, oxidan y fermentan 
la glucosa (anaerobias facultativas), necesitan sal para crecer y pueden crecer en 
condiciones hipersalinas (6 y 8%), no crecen en medio TCBS, resistentes al agente 
0/129, no crecen en medio MacConkey. 
 

C 2 Erizo negro. La diferencia con el grupo 7B es que no puede crecer en salinidades de 6 y 8%, es 
sensible al agente 0/129 a 150 µg/mL y crece en medio MacConkey sin fermentar la 
lactosa. 
 

D 3 C. vancouverensis, 
erizo negro. 

La diferencia con el grupo 7B y C es que son bacterias móviles, toleran condiciones 
hipersalinas (6 y 8%), no crecen en medio TCBS, resistentes al agente 0/129 y no crecen 
en medio MacConkey. 
 

8    

A 1 C. canaliculatus. 
 

Cocobacilos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacteria no móvil, oxida y fermenta la 
glucosa (anaerobia facultativa), solo crece en 3% de salinidad, crece en medio TCBS sin 
fermentar la sacarosa, resistente al agente 0/129 a 10 µg/mL pero sensible a una 
concentración de 150 µg/mL, no crece en medio MacConkey. 
 

B 1 C. vancouverensis. La diferencia con el grupo 8A es que es un cocobacilo Gram (+), es móvil y resistente al 
agente 0/129.  
 

9 5 C. canaliculatus,  
C. vancouverensis, 
erizo negro. 

Cocobacilos, Gram (-), catalasa y oxidasa (+), bacterias móviles, oxidan y fermentan la 
glucosa (anaerobias facultativas), pueden crecer en medio sin sal pero no en 
condiciones hipersalinas (6 y 8%), no crecen en medio TCBS, resistentes al agente 0/129 
a excepción de 1 cepa la cual fue sensible en ambas concentraciones, no crece en medio 
MacConkey. 
 

10    

A 1 C. canaliculatus. Bacilos rectos, Gram (+), catalasa y oxidasa (+), bacteria móvil, oxida y fermenta la 
glucosa, solo puede crecer en salinidad de 3%, no crece en medio TCBS, resistente al 
agente 0/129 a 10 µg/mL pero sensible a 150 µg/mL, no crece en medio MacConkey. 
 

B 3 C. vancouverensis, 
erizo negro, agua de 
mar. 

La única diferencia con el grupo 10A, es que son bacilos rectos Gram (-). 
 
 
  

C 5 C. vancouverensis, 
erizo negro, agua de 
mar. 

Solo difiere con el grupo 10B en que algunas pueden crecer en medio sin sal y son 
resistentes al agente 0/129 a 150 µg/mL. 
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Anexo I: 
Protocolos de Bacteriología 

 
 

Preparación de Medios de cultivo 

Medio sólido - Agar Marino (Difco 2216): 
 
1.- Agregar 55.1g de medio en 1 litro de agua destilada. 
2.- Calentar el medio en agitación hasta que el agar se disuelva por completo. 
3.- Esterilizar el medio en autoclave a 121°C durante 15 minutos. 
4.- Esperar a que se enfrie para servir en cajas o bien hasta que solidifique. 
 
El medio de cultivo tiene un pH final de 7.6 
 

Medio Líquido – Caldo Marino (Difco 2216): 
 
1.- Agregar 37.4g de medio en 1 litro de agua destilada. 
2.- Agitar el medio hasta que se disuelva por completo. 
3.- Esterilizar el medio en autoclave a 121°C durante 15 minutos. 
4.-Esperar a que se enfrie para ser utilizado. 
 
El medio de cultivo tiene un pH final de 7.6 
 
 
Preparación de medios para pruebas bioquímicas 
 

a) Movilidad: 
 
1.- Agregar 37.4g de caldo marino (Difco 2216) a 1 Litro de agua destilada. 
2.- Agregar 5g de agar. 
3.- Calentar hasta que el agar se disuelva y distribuir 2mL en tubos de ensayo y tapar. 
4.- Esterilizar el medio por 15 minutos. 
 
El pH del medio es de 7.6 
 

b) Oxidación – Fermentación: 
 
1.- Agregar 37.4g de caldo marino (Difco 2216) a 1 Litro de agua destilada. 
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2.- Agregar 3g de Bacto agar (Difco 214050). 
3.- Agregar 0.01g de Rojo Fenol. 
4.- Agregar 0.50g de Tris HCl. 
5.- Calentar a ebullición hasta que el agar se disuelva. 
6.- Esterilizar durante 15 minutos 
7.- Aparte preparar una solución de glucosa al 10% y esterilizar junto con lo anterior. 
 
En condiciones asépticas, en 90mL de medio de cultivo estéril adicionar 10mL de la solución de 
glucosa al 10%. Agitar y distribuir 2mL en tubos de ensayo previamente esterilizados. Preparar 2 
tubos por cada cepa. 
 
 

c) Requerimiento de sal: 
 
1.- Medio Basal, formulación para 1 Litro: 
 
Bactopeptona                    5g 
Extracto de levadura        1g 
Cloruro Férrico al 1%       1mL 
 
NaCl 0%                            0g 
NaCl 6%                          60g 
NaCl 8%                          80g 
 
Bacto agar                      13g 
Agua destilada                 1 L 
 
pH   7.6 
 
2.- Calentar hasta que el agar se disuelva completamente. 
3.- Esterilizar durante 15 minutos. 
4.- Cuando se encuentre tibio servir en cajas Petri. 
 
 

d) Crecimiento en medio TCBS (Tiosulfato Citrato Bilis Sacarosa): 
 
1.- Suspender 89g del medio en 550mL de agua destilada. 
2.- Aforar a 1L con agua de mar, previamente filtrada a 0.2µm y esterilizada. 
3.- Ajustar el pH a 8.1 
4.- Calentar hasta que el agar se disuelva (No esterilizar). 
5.- Cuando se encuentre tibio verter en cajas Petri. 
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  e) Crecimiento en medio McConkey: 
 
1.- Suspender 50g de medio en 460mL de agua destilada 
2.- Aforar a 1L con agua de mar, previamente filtrada a 0.2µm y esterilizada. 
4.- Calentar hasta que el agar se disuelva (No esterilizar). 
5.- Cuando se encuentre tibio verter en cajas Petri. 
 
 

 
Preparación de reactivos para pruebas bioquímicas 

 
Oxidasa: 
 
1.- Preparar una solución de dimethyl-para-phenylenediamine hydrochloride al 1% 
 
(0.1g de reactivo en 10mL de agua destilada). Preparar el mismo día de su uso, no refrigerar por 
más de una semana. 
 
Catalasa: 
 
1.- Preparar una solución de peróxido de hidrógeno al 3%. 
 
(0.3mL de H2O2 en 9.7mL de agua destilada.) 
 
 

 
Protocolos para la realización de pruebas bioquímicas 

 
Prueba oxidasa: 
 En una tira de papel filtro (Whatman No 1 o equivalente) colocar una colonia de 
muestra bacteriana con un pica-dientes de madera estéril (no usar asa de fierro porque puede 
dar falsos positivos). Adicionar una gota de la solución dimetyl-para-phenylenediamine 
hydrochloride al 1%. 
 
Catalasa: 
 Colocar una colonia en un portaobjetos con un asa estéril y adicionar una o dos gotas de 
solución de peróxido de hidrogeno (3%). La formación de burbujas es indicativo de una reacción 
positiva. 
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Movilidad:  
Inocular por picadura un tubo con medio sólido e incubar a temperatura entre 26 y 29°C 

por 5 a 7 días. Crecimiento difuso a través del medio en la línea de inoculación es considerado 
como positivo. 
 
Oxidación  -Fermentación: 

Inocular por picadura 2 tubos con medio Ox-Fer. Adicionar alrededor de 300µL de aceite 
mineral a uno de los tubos inoculados (tubo cerrado). Incubar a temperatura entre 26 y 29°C 
por 5 ó 7 días y realizar la lectura. 
 
Se considera reacción positiva si hay un cambio de color de rojo a amarillo en ambos tubos, 
además registrar si hay presencia de gas (burbujas) o resquebrajamiento de agar. 
 
El tipo de metabolismo de define de la siguiente manera: 
 
Oxidativo: Es una reacción ácida (cambio de color a amarillo) en el tubo sin aceite mineral 
(abierto) y no hay crecimiento o muy ligero en el tubo cerrado (aceite mineral). 
 
Fermentativo: Es una reacción ácida (cambio de color a amarillo) en los dos tubos (abierto y 
cerrado). 
 
Organismo que no oxidan o fermentan la glucosa no hay cambio en el tubo cerrado y, una 
reacción alcalina en el tubo abierto. 
 
Sensibilidad al 0/129 (10 y 150µg/mL): 
 Estriar una región de la caja con antibiótico 0/129 con la cepa bacteriana. Se considera 
reacción positiva (sensible) cuando no hay crecimiento bacteriano o significativamente menor 
al control sin 0/129. 
 
Requerimiento de sal: 
 Estriar una región de las cajas con diferentes concentraciones de sal. Crecimiento 
bacteriano es considerado como positivo. 
 
Crecimiento en TCBS: 
 Estriar una cepa bacteriana en una región de la caja con medio TCBS, registrar si hay 
crecimiento y la coloración de la cepa. Si la colonia es de color amarillo fermentan la sacarosa, 
si las colonias son verdes no fermentan la sacarosa. 
 
Crecimiento en MacConkey: 
 Estriar una cepa bacteriana en una región de la caja de medio MacConkey, registrar si 
hay crecimiento y la coloración de la cepa. Si la colonia es rosa es fermentadora de lactosa, si 
las colonias son blancas no son fermentadoras de lactosa. 
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Protocolo de Tinción de Gram: 
 
1.- Tomar un portaobjetos limpio y agregar una gota de agua destilada. 
2.- Con un asa de inoculación tomar una colonia bacteriana y realizar un frotis en el 
portaobjetos con la gota de agua. 
3.- Fijar la muestra al calor, pasando varias veces el portaobjeto sobre la flama del mechero, 
evitado que se sobrecaliente. 
4.- Inundar la muestra con el colorante Cristal Violeta durante 1 minuto, posteriormente 
enjuagar con abundante agua y escurrir. 
5.- Inundar la muestra con el colorante Lugol o Iodine (yodo-yoduro) durante 1 minuto, 
enjuagar con abundante agua y escurrir. 
6.- Inundar la muestra con alcohol-acetona durante 15 segundos, enjuagar con abundante agua 
y escurrir. 
7.- Inundar la muestra con el colorante Safranina durante 1 minuto, enjuagar con abundante 
agua y escurrir. 
8.- Observar al microscopio compuesto con los objetivos de 10, 40 y 100X. Las bacterias Gram 
negativas se tiñen de rojo-rosa, y las Gram positivas de azul-morado. 
  
 Protocolo de Criopreservación: 
 
1.- En un microtubo de 1.6mL estéril adicionar 1mL de la cepa bacteriana pura a una 

concentración de 107 células por mililitro. 
2.- Agregar 400µL de glicerol estéril.  
3.- Agitar bien el tubo hasta que el gilcerol se mezcle perfectamente, de preferencia dar vortex 

por 1 minuto o hasta observar que el glicerol esté bien mezclado. 
4.- Etiquetar con plumón indeleble y guardar los tubos a -80°C. 
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Anexo II 

 
Protocolos de Biología Molecular 

 
Extracción del DNA genómico Bacteriano 
 
La extracción del DNA se realizó con el kit “GenElute Bacterial Genomic DNA Kit” (NA2120) de 
Sigma-Aldrich. 
 

1. Colectar las células una vez de haber crecido en medio de cultivo durante toda la noche 
y centrifugar por 2 minutos entre 12,000 - 16,000 x g. Retirar el sobrenadante y tirar. 

2. Resuspender el pelet en 180µL de la solución de lisis T (B 6678). 
3. Si se desea tener DNA libre de RNA agregar 20µL de la solución de RNasa A (R 6148) y 

mezclar, incubar durante 2 minutos a temperatura ambiente. 
4. Agregar 20µL de Proteinasa K (20mg/mL), mezclar bien e incubar por 30 minutos a 55°C. 
5. Agregar 200µL de la solución de lisis C (B 8803), dar vortex durante 15 segundos e 

incubar a 55°C durante 10 minutos. Es esencial una mezcla homogénea. 
6. Preparar las columnas de unión de DNA en tubos de 2mL (C 9471) agregando 500µL de 

la solución para preparar columnas (C 2112) en cada tubo. Centrifugar a 12,000 x g por 1 
minuto y desechar lo eluido, es decir, lo que se colectó en el tubo de 2mL.   

7. Agregar 200µL de etanol (95-100%) a la muestra y mezclar bien por vortex entre 5 y 10 
segundos. 

8. Transferir toda la muestra del paso 7 en un tubo con una columna ya preparada. 
Centrifugar a ≥6500 x g durante 1 minuto. Desechar lo eluido y colocar la columna en un 
tubo nuevo de 2mL. 

9. Agregar 500µL de la solución de lavado 1 (W 0263) a la columna y centrifugar por 1 
minuto a ≥6,500 x g. Desechar lo eluido y colocar la columna en un tubo nuevo de 2mL. 

10. Antes de realizar este paso, prepare una segunda solución de lavado diluyendo la 
solución de lavado concentrado (B 6553) con etanol. Una vez preparada, agregar 500µL 
de la solución a la columna y centrifugar durante 3 minutos a velocidad máxima (12,000 
– 16,000 x g). La columna debe de estar libre de etanol para continuar. Centrifugue 
durante 1 minuto a velocidad máxima. Descarte el tubo y coloque la columna en un 
tubo de 2mL nuevo. 

11. Agregar 200µL de la solución para eluir (B 6803) directamente en el centro de la 
columna. Centrifugue durante 1 minuto a ≥6,500 x g para eluir el DNA. Realice una 
segunda elusión agregando 200µL a la columna y centrifugue de nuevo. 

12. Almacenar el DNA a -20°C. 
 
 
 



162 

 

 
 
Preparación de geles de agarosa al 1%. 
 
1.- Disolver 0.3g de agar (grado Biología Molecular) en 30mL de agua destilada. 
2.- Calentar hasta que el agar se disuelva. 
3.- Esperar a que se enfría un poco y adicionar 3µL de SYBR Green (10,000X). 
4.- Disolver bien y servir en la cámara de electroforesis. 
5.- Esperar de 30 a 40 minutos para que solidifique bien. 
 
Electroforesis de geles de agarosa al 1%. 
 
1.- Colocar el gel dentro de la cámara de electroforesis con buffer TAE 0.5X (ver buffers). 
2.- Con una micropipeta de 10µL cargar de 4 a 6µL del DNA y/o productos de PCR y 2µL de azul  

de bromofenol.  
3.- Correr el gel a un voltaje de 80 volts durante 40 minutos. 
4.- Al terminar, retirar el gel de la cámara y observar en un transiluminador de luz UV. 
 
 
Condiciones de PCR del gen ribosomal 16S. 
 
Preparación de reactivos para 1 reacción de PCR. 
 
Buffer 5X --------------------------------------------------------------------------- 5µL 
dNTP’s 10mM --------------------------------------------------------------------- 0.5µL 
50mM MgCl2 ---------------------------------------------------------------------- 0.75µL 
Primer Forward ------------------------------------------------------------------- 0.8µL 
Primer Reverse ------------------------------------------------------------------- 0.8µL 
DNA genómico -------------------------------------------------------------------- 1µL (2µL) 
DNA polimerasa TfI (invitrogen, 30342-011) ------------------------------- 0.5µL 
Agua desionizada ----------------------------------------------------------------- 15.65µL 
Total --------------------------------------------------------------------------------- 25µL 
 
 
 
Purificación de fragmentos de PCR. 
 
La purificación de los fragmentos de PCR se realizo mediante el uso del kit “PureLink Quick Gel 
Extraction kit” (K2100-12) de Invitrogen. 
 

1. Cortar la banda del gel deseada y determinar su peso mediante el uso de una balanza 
analítica. Posteriormente colocar el fragmento del gel en un tubo de 1.6mL. 

2. Agregar 1.2mL de la solución buffer para solubilizar geles (L3) por cada 400mg de gel. 
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3. Calentar el tubo a 50°C durante 10 min, invirtiendo el tubo cada 3 minutos para disolver 
el gel. 

4. Transferir la solución a una columna del kit previamente colocado en un tubo de 1.6mL. 
5. Centrifugar a velocidad de 12,000 x g durante 1 minuto. 
6. Agregar de 500 a 700µL del buffer de lavado (W1) que contiene etanol y centrifugar a 

velocidad máxima de 12,000 x g durante 1 min, y descartar lo colectado en el tubo. 
7. Centrifugar de nuevo durante 2-3 minutos a velocidad máxima para eliminar residuos de 

alcohol y colocar la columna en un tubo nuevo de 1.6mL. 
8. Agregar 50µL del buffer de elución (E5) en el centro de la columna e incubar 1 minuto a 

temperatura ambiente. 
9. Centrifugar a velocidad máxima de 12,000 x g por 1 min. 
10. Almacenar el DNA purificado a -20°C. 
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